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L'hypothalamus est fortement impliqué dans la régulation nerveuse de l'homéostasie 
énergétique. Il existe dans cette structure des neurones spécialisés (gluco-sensibles) qui 
détectent notamment  l’hyperglycémie puis déclenchent des réponses adaptées comme le 
maintien de la glycémie, en stimulant la sécrétion d’insuline ou encore le rassasiement. Les 
astrocytes sont suspectés de participer à la détection neuronale du glucose. Dans l’ensemble du 
cerveau, il existe un couplage métabolique entre astrocytes et neurones. Le lactate, issu de la 
métabolisation du glucose par les astrocytes, est transporté par les neurones par des 
transporteurs aux monocarboxylates (MCTs). De plus, il a récemment été montré que les 
jonctions gap (GJ), à l’origine de la formation de réseaux au sein des astrocytes sont 
indispensables au passage du glucose de la circulation sanguine vers les neurones en activité. 
Ces GJ astrocytaires sont formées majoritairement de connexines 43 et 30  (Cxs).  
Mon travail de thèse s’est orienté suivant deux axes, qui ont visé à étudier le rôle des 
astrocytes dans la détection hypothalamique du glucose et du lactate. Dans un premier temps, 
nous avons montré que le lactate, comme le glucose, est détecté au niveau central et induit une 
sécrétion d’insuline. Dans un modèle de rat hyperglycémique pendant 48h (qui présente aussi 
une hyperlactatémie), nous avons montré que la détection du glucose et du lactate est altérée. 
Ces modifications ne sont pas dues à une variation de l’expression protéique des MCTs 
astrocytaires ou neuronale de l’hypothalamus. 
Dans un deuxième temps, nous nous sommes intéressés au rôle des Cxs astrocytaires. La 
Cx43 est très exprimée autour des micro-vaisseaux sanguins de l’hypothalamus médio-basal 
(MBH), un site présentant de nombreux neurones gluco-sensibles. L’expression de la Cx30 est 
plus diffuse dans cette structure. Nous montrons également que l’expression protéique des Cxs 
astrocytaires varie très rapidement suite à des modifications du statut métabolique (jeûne, 
réalimentation, hyperglycémie). Afin d’évaluer l’implication de la Cx43 astrocytaire (majoritaire) 
dans la détection hypothalamique du glucose, nous avons inhibé son expression dans le MBH, in 
vivo, en injectant des siRNA permettant d’inhiber la synthèse de cette protéine. L’inhibition de la 
Cx43 (30% à 72h) induit une diminution de la prise alimentaire sans modification du poids, de la 
glycémie et de l’insulinémie comparée aux témoins. Suite à l’injection carotidienne de glucose 
(censée mimer une hyperglycémie), la sécrétion d’insuline est fortement inhibée chez les 
animaux siCx43. De même, l’effet satiétogène du glucose semble inhibé chez ces animaux lors de 
la réalimentation après un jeûne. 
Ces résultats montrent pour la première fois, de façon intégrée, l’importance des 
connexines, et probablement des réseaux astrocytaires, lors de la détection hypothalamique du 
glucose. Ces nouvelles données renforcent l’importance du rôle métabolique des  astrocytes lors 
de fonctions neuronales précises. 
Mots clé : Homéostasie énergétique, Détection hypothalamique du glucose et du lactate, 








The hypothalamus plays a pivotal role in the nervous control of glucose homeostasis. 
This area contains gluco-sensitive neurons. Some of them detect increases in glucose levels and 
regulate glucose homeostasis by stimulating insulin secretion or inhibiting food intake. It is 
widely accepted that astrocytes are metabolically coupled to neurons. Lactate, resulting from the 
metabolism of glucose by astrocytes, is transported via the monocarboxylate transporters 
(MCTs). In addition, gap junctions (GJ), that form networks within astrocytes, are essential to 
transfer glucose from the bloodstream to the active neurons. These astroglial GJ mainly consist 
of connexins 43 and 30 (Cxs). 
The aims of my thesis are twofold: first, to show that an intracarotid lactate injection 
toward the brain, as for glucose, triggers insulin secretion and, second, to investigate the role of 
astroglial Cxs. 
Our results demonstrate that lactate and glucose sensing are altered in 48h 
hyperglycemic rats (accompanied by high blood lactate level). These alterations are not due to 
changes in protein expression of astroglial or neuronal MCTs in the hypothalamus. We then 
show that Cx43 is highly expressed in astrocytic end-feet enwraping blood vessels, in medio-
basal hypothalamus (MBH) where many gluco-sensitive neurons are present. The Cx30 
expression is more diffuse in this structure. We also show that the protein expression of 
astroglial Cxs varies very rapidly due to changes in metabolic status (fasting, refeeding and 
hyperglycemia). To evaluate the involvement of astroglial Cx43 (the major isoform) in the 
hypothalamic glucose sensing, we silenced its expression in the MBH in vivo by injecting specific 
siRNA. A 30% diminution in protein levels (after 72h) induced a decrease in food intake without 
changes in weight, blood glucose and insulin levels compared to vehicle treated animals. The 
central response to glucose is drastically inhibited in terms of insulin secretion in siCx43 
animals. Similarly, an intracarotid injection of glucose towards the brain does not reduce 
refeeding in siRNA treated animals. 
These results demonstrate for the first time in vivo, the importance of connexins and 
astroglial networks in hypothalamic glucose sensing mechanism. These new data reinforce the 
importance of the metabolic role of astrocytes in specific neuronal functions. 
Keywords : Energy homeostasis, Hypothalamic glucose sensing, Astrocytes, Connexins 30 et 43, 
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A la fin du XIXème siècle, deux grands physiologistes, Claude Bernard et Walter 
Cannon, décrivent pour la première fois la notion d’« homéostasie » comme la capacité de 
l’organisme à maintenir une stabilité relative de son milieu interne, malgré des fluctuations 
constantes de l’environnement. Un grand nombre de facteurs, tels que la température 
corporelle ou les battements cardiaques, sont relativement constants afin d’assurer le bon 
fonctionnement de l’organisme. L’homéostasie est le résultat de nombreux systèmes de 
régulation qui présentent les caractéristiques fondamentales suivantes : l’éloignement d’un 
facteur donné de sa valeur physiologique de référence est détecté par des récepteurs/ 
« senseurs » qui vont informer un centre de régulation. Ce dernier va ensuite acheminer une 
réponse adaptée vers un effecteur, qui dans un second temps, va agir pour permettre le 
retour à la valeur de référence. 
Le maintien du poids corporel est le reflet de l’homéostasie énergétique. Au cours 
de la vie, les apports et dépenses énergétiques sont variables ; pourtant, dans des conditions 
physiologiques, le poids corporel reste relativement stable. Le retour à une valeur de 
référence (« pondérostat ») est possible grâce à un ensemble de mécanismes qui assurent un 
équilibre dynamique entre les apports et les dépenses d’énergie (Figure 1). Cette notion 






Figure 1 : Notion d’homéostasie énergétique 
L’homéostasie énergétique résulte d’un équilibre entre les apports d’énergie par la prise 
alimentaire et les dépenses d’énergie représentées par le métabolisme de base et celui lié à 
l’activité physique, et la thermogenèse. Le maintien de cet équilibre permet la conservation d’un 
poids stable au cours de la vie de l’individu. 
 
Lors d’un déséquilibre énergétique, un ensemble de régulations se met en place pour 
rétablir l’équilibre énergétique. Dans le cadre plus précis de l’homéostasie glucidique, suite à 
un repas, l’élévation de la glycémie induit une sécrétion d’insuline par le pancréas pour 
permettre l’utilisation du glucose par les muscles et le tissu adipeux, ainsi qu’un stockage du 
glucose dans le foie. Ces réactions permettent le retour rapide de la glycémie à sa valeur 
basale.  
Apports énergétiques : 
- Prise alimentaire 
Dépenses énergétiques : 
- Métabolisme 
- Thermogénèse 






Pour permettre la préservation de l’homéostasie énergétique, il est nécessaire que 
tous les acteurs du métabolisme échangent des informations de diverses natures 
(humorales ou nerveuses) de façon à coordonner les actions permettant le maintien du 
statut énergétique. Cette communication fait intervenir plusieurs grands systèmes : les 
Systèmes Nerveux Central (SNC) et Neuroendocrinien (SNE), le système nerveux 
entérique et le système endocrinien.  
Le glucose est la première source d’énergie de l’organisme. L’implication du SNC 
dans la régulation de l’homéostasie glucidique en particulier a été démontrée dans les 
années 1950 par Jean Mayer qui énonça la théorie « glucostatique » (Mayer, 1953). Cette 
théorie reposait sur l’existence de « gluco-récepteurs », sensibles aux variations de glycémie, 
qui modulent en conséquence la prise alimentaire (PA). Dans la décennie suivante, Anand et 
Oomura démontrèrent l’existence de neurones sensibles au glucose (Anand et al., 1964; 
Oomura et al., 1969). Le SNC est en effet capable d’analyser des signaux de différentes 
natures : nerveux, via de nombreuses afférences en provenance de la périphérie ; et 
circulants, tels que des facteurs métaboliques ou hormonaux, comme le glucose ou 
l’insuline. L’intégration de cette multitude de signaux aboutit à une réponse adaptée, en 
modulant la PA et les voies anaboliques ou cataboliques selon les besoins. C’est donc un 
dialogue complexe qui s’établit entre les différents acteurs du métabolisme.  
Le dialogue entre SNC et périphérie peut se dégrader et entraîner des déséquilibres 
homéostatiques qui conduisent à des pathologies. Ainsi, on constate au sein des sociétés 
modernes, une augmentation accrue de cas d’obésité et de diabète de type II. Plusieurs 
facteurs peuvent expliquer l’explosion de la prévalence de ces pathologies. Un déséquilibre 
énergétique « positif » résultant d’un excèdent des apports (quantité d’aliments ingérés) 
associé à une diminution importante de l’activité physique est favorable à la prise de poids. 
De plus, nous avons hérité de mécanismes ancestraux de régulation qui tendent à 
sauvegarder les réserves d’énergie qui permettait, dans d’autres situations, de survivre en 
cas de famine (Berthoud, 2007). A cela, s’ajoute le stress dont les effets sur le système 
hormonal, par exemple, ne sont pas négligeables. 
Devant ce problème de santé publique grandissant, il devient primordial de mieux 
comprendre le rôle des acteurs de l’homéostasie énergétique. Ceci afin de mieux 
appréhender les défauts qui se développent lors des pathologies métaboliques pour mieux 









I. Régulation nerveuse de l’homéostasie énergétique 
De nombreuses structures cérébrales entrent en jeu dans la régulation nerveuse du 
métabolisme. Parmi celles-ci, l’hypothalamus et le tronc cérébral (TC) sont les mieux 
étudiés.  
 
A. Le Système Nerveux Central : centre d’intégration 
1. L’hypothalamus  
C’est au cours de la première moitié du XXème siècle que des expériences de lésions 
électrolytiques de l’hypothalamus ont mis en avant deux zones entraînant des activités 
métaboliques opposées (Hetherington and Ranson, 1940; Anand and Brobeck, 1951). La 
destruction de l’hypothalamus ventro-médian (VMH) est accompagnée d’une hyperphagie, 
ce qui lui a valu le nom de « centre de la satiété ». La lésion de l’hypothalamus latéral (LH) 
entraîne l’inanition et la perte de poids, caractéristiques qui l’ont conduit à être nommée 
« centre de la faim ».  
C’est seulement après 1970 que de nombreux nouveaux noyaux hypothalamiques 
(regroupements de soma neuronaux sur une zone localisée) sont découverts. Ainsi, une 
quarantaine de noyaux ont été décrits (Berthoud, 2002). Plusieurs d’entre eux participent à 
la régulation de l’homéostasie énergétique. Dans la partie périventriculaire, on trouve des 
noyaux  impliqués dans la détection des signaux circulants (en provenance du sang ou du 
liquide céphalo-rachidien, LCR), avec notamment les noyaux arqué (NA) et  
paraventriculaire (PVN). Dans la partie médiane, les noyaux ventromédian (VMH) et 
dorsomédian (DMN) reçoivent de nombreuses afférences sensorielles et forment de 
multiples connexions avec d’autres régions de l’hypothalamus.  A ceux-là, s’ajoute 
l’hypothalamus latéral (LH) qui est constitué d’un ensemble plus diffus de neurones qui ne 
forme pas un véritable noyau. Les neurones du LH projettent vers de nombreuses aires 
intra- et extra-hypothalamiques, et constituent une interface entre l’hypothalamus et les 


















Figure 2 : Vue tridimentionnelle de l’hypothalamus de rat  
Vue des principaux noyaux hypothalamiques dans l’hypothalamus droit de rat. En position 
ventrale, on distingue le noyau arqué (ARC sur le schéma) à proximité de l’éminence médiane 
(ME) et l’hypothalamus ventro-médian (VMH). En bordure du 3ème ventricule (3V), se situe le 
noyau para-ventriculaire (PVN) dans la partie antérieure dorsale, et le noyau dorso-médian 
(DMH) plus postérieur. L’hypothalamus latéral (LHA sur le schéma) est délimitée par des 
pointillés sur le côté latéral de l’hypothalamus. Modifié d’après Berthoud, 2002.  
 
Les neurones hypothalamiques peuvent être classés en fonction des neuropeptides 
qu’ils abritent (le plus fréquent) ou encore leur capacité à détecter directement ou non les 
signaux circulants. Dans le dernier cas, jusqu’à il y a peu de temps, les neurones de premier 
ordre étaient considérés comme présents uniquement dans le NA, car situés à proximité de 
vaisseaux sanguins fenestrés et du 3V. Cependant, diverses expériences ont montré que 
certains neurones du LH étaient aussi sensibles directement à des variations de signaux 
circulants comme le glucose (Karnani and Burdakov, 2011) : c’est pourquoi cette 
classification est remise en cause. Il était auparavant proposé que les neurones de premier 
ordre projettent sur des neurones de second ordre, ainsi informés secondairement du 





























Figure 3 : Projections neuronales des différents noyaux hypothalamiques 
Il existe de nombreuses projections qui relient les différents noyaux entre eux. Sur ce schéma, le 
noyau arqué (NA) et le noyau ventro-médian (VMH) forment l’hypothalamus médio-basal 
(MBH). Le noyau paraventriculaire (PVN) est situé dans la partie antéro-dorsale de 
l’hypothalamus. L’hypothalamus latéral (LH) est plus diffus et ne forme pas de véritable noyau. 
Les flèches noires représentent les principales projections neuronales entre ces noyaux. Les 
flèches vertes montrent les projections en direction du tronc cérébral. Seuls le NA et le PVN 
projettent en direction de l’hypophyse. Le LH envoient des projections vers de nombreuses aires 
cérébrales supérieures.  
 
Les neurones hypothalamiques expriment un très grand nombre de neuropeptides 
(peptides libérés ayant un rôle de neuromédiateur). On peut classer ces peptides en deux 
grandes familles suivant leur action sur le métabolisme énergétique : les neuropeptides 
orexigènes favorisent la prise de poids en stimulant l’appétit et en diminuant les dépenses 
d’énergie ; à l’inverse des neuropeptides anorexigènes qui entraînent une perte de poids en 
inhibant la faim et en stimulant les dépenses d’énergie (le plus souvent, ces deux contrôles 
sont associés). Les neuropeptides les plus étudiés seront décrits dans les noyaux dans 
lesquels ils sont principalement synthétisés. 
 
a) Le noyau arqué 
Le noyau arqué (NA) est considéré comme un des premiers sites de détection 
hypothalamique des nutriments. Il se trouve dans la partie tubéreuse et médio-ventrale, en 
bordure du troisième ventricule et de l’éminence médiane là où elle est présente (Figure 2 et 
3). A ce niveau, la barrière hémato-encéphalique (BHE) est perméable, de par la présence de 






variations de concentration des signaux circulant dans le sang ou le LCR seraient donc 
directement détectées par les neurones du NA proportionnellement à leur taux circulant. 
Ce noyau regroupe le plus grand nombre de neurones de premier ordre, notamment 
deux grandes populations neuronales très étudiées, aux effets antagonistes : les neurones 
orexigènes à neuropeptide Y (NPY) et les neurones anorexigènes à pro-opio-mélano-
cortine (POMC) (Cone et al., 2001). Ces neurones sont sensibles à un ensemble de signaux 
métaboliques et hormonaux. Ils intègrent ces informations afin de mettre en place des 
réponses adaptées, en termes de PA et de régulation de l’homéostasie métabolique via le 
Système Nerveux Autonome (SNA) ou le Système Neuroendocrinien (SNE) (détaillés 
dans le paragraphe I.B.). 
 
La pro-opio-mélano-cortine 
La POMC est un peptide précurseur qui, lorsqu’il est coupé, produit plusieurs 
neuropeptides, dont  l’α-melanocyte stimulating hormone (α-MSH). L’action anorexigène 
de l’α-MSH est relayée par ses récepteurs aux mélanocortines MC3-R et MC4-R (Bultman 
et al., 1992; Miller et al., 1993). MC3-R and MC4-R sont localisés dans les noyaux 
hypothalamiques (NA, PVN, LH) impliqués dans la régulation de l’homéostasie énergétique 
(Mountjoy et al., 1994; Lu et al., 2003; Mounien et al., 2005). Ces récepteurs sont 
particulièrement importants dans le contrôle du métabolisme énergétique. En effet, les 
souris mutées pour MC4-R et/ou MC3-R sont hyperphagiques, obèses  et diabétiques 
(Huszar et al., 1997; Chen et al., 2000; Atalayer et al., 2010). Bien que les cas d’obésité 
monogénique chez l’homme soient rares, les mutations du gène POMC ou du récepteur MC4-
R sont à l’origine de 5% des cas d’obésité (Vaisse et al., 1996; Krude et al., 1998; MacKenzie, 
2006). Ces études ont permis de conclure que le système à α-MSH induit un tonus 
anorexigène et catabolique permanent via son récepteur MC4-R. Cette hypothèse est 
vérifiée par le fait qu’un agoniste de synthèse des récepteurs MC4-R, le MTII, est capable 
d’inhiber la PA chez des souris hyperphagiques (Fan et al., 1997). Bien que l’action 
anorexigène de la POMC soit relayée principalement par l’α-MSH, nous garderons le terme 
de « neurone  POMC » pour décrire les neurones qui sont impliqués dans la régulation de 
l’homéostasie énergétique via la libération d’ α-MSH. 
Dans le NA, les neurones POMC co-expriment (>95%) un autre neuropeptide 
anorexigène : le Cocaine-Amphetamine-Regulated Transcript (CART) (Vrang et al., 1999). 
Bien qu’il soit synthétisé dans un grand nombre de régions cérébrales, la population la plus 
importante de neurones CART se situe dans l’hypothalamus (Koylu et al., 1997, 1998). 
L’étude de Kristensen et al. a mis en évidence sa puissante action anorexigène par 
différentes méthodes chez le rat : l’injection de CART inhibe la PA induite par le NPY ; à 
l’inverse, l’injection Intra-Cérébro-Ventriculaire (ICV) d’anticorps dirigés contre ce peptide 






CART passe en partie par l’axe hypothalamo-hypophysaire, en stimulant la synthèse de CRH 
(Corticotropin Releasing Hormone) au niveau du PVN (Stanley et al., 2001; Smith et al., 
2004). La synthèse de CART est notamment régulée par la leptine, l’oestradiol et le CNTF 
(Ciliary Neurotrophic Factor). Le taux d’ARNm CART est corrélé positivement avec les niveaux 
de leptine circulante (Kristensen et al., 1998; Wortley et al., 2004). Oestradiol et CNTF ont 
tous deux des effets anorexigènes en augmentant la synthèse de CART (Ambati et al., 2007; 
Silva et al., 2010). Chez l’homme, des mutations de CART ont été retrouvées chez des sujets 
obèses (Del Giudice et al., 2001).  
Les neurones anorexigènes POMC/CART projettent majoritairement vers le PVN et le 
LH, où ils modulent l’activité de certains de ces neurones. Par des méthodes 
d’immunohistochimie et de traçage rétrograde, il a été démontré que certains neurones 
POMC/CART du NA projettent également vers le complexe moteur dorsal du nerf vague 
(DMNV) du TC (Zheng et al., 2005) et sur les neurones préganglionnaires sympathiques de 
la moelle épinière (Elias et al., 1998a). Les récepteurs MC-3/4R ont été abondamment 
retrouvés dans ces zones (Mountjoy et al., 1994), ce qui est en accord avec les études 
physiologiques démontrant que les neurones POMC/CART agissent sur les réponses du SNA 
(dépenses d’énergie) en modulant les signaux perçus au niveau du PVN, du LH et du TC. 
 
Le neuropeptide Y 
Le NPY est principalement synthétisé dans le NA. Lorsqu’il est injecté dans le tissu 
hypothalamique ou dans le 3V, le NPY augmente la prise alimentaire et la prise de poids 
(Stanley and Leibowitz, 1984; Stanley et al., 1986), tout en inhibant la dépense énergétique 
et en facilitant le stockage d’énergie dans le tissu adipeux (TA) (Billington et al., 1991). Sa 
perfusion chronique conduit au développement d’une obésité (Raposinho et al., 2001). A 
l’inverse, les souris invalidées pour le NPY ne présentent plus la stimulation de la PA 
classiquement retrouvée suite à une hypoglycémie (Sindelar et al., 2004). 
Le NPY agit via sa fixation sur des récepteurs Y dont cinq sous-types ont été clonés et 
caractérisés (Y1, Y2, Y4, Y5 et Y6)(Lin et al., 2004). Une étude récente suggère que les effets 
de NPY sur la PA seraient relayés à la fois par les récepteurs Y1 et Y5 (Nguyen et al., 2012).   
Les neurones à NPY co-expriment l’Agouti Related Peptide (AgRP), qui est aussi 
anorexigène. Comme le CART avec la POMC, l’AgRP est colocalisé à 90 % dans les neurones à 
NPY du NA et serait libéré en même temps que ce dernier (Hahn et al., 1998). Sa découverte 
découle directement de l’étude d’un modèle de souris obèse hyperphagiques (Ay) qui 
surexpriment la protéine Agouti dans tout l’organisme (Lu et al., 1994; Fan et al., 1997). 
L’AgRP, présent dans le cerveau, est un antagoniste naturel des récepteurs aux 
mélanocortines MC4-R : son action orexigène passe donc par une inhibition du tonus 






l’injection centrale d’AgRP conduit à une hyperphagie prolongée et peut contrecarrer 
l’inhibition de la PA induite par la leptine (Ebihara et al., 1999). L’AgRP et le NPY forment un 
système orexigène très puissant, mais qui peut être plastique : lorsque la suppression de ces 
neurones est effectuée dès la naissance, les souris adultes présentent un phénotype normal, 
preuve de la mise en place d’une compensation (Erickson et al., 1996; Luquet et al., 2005). 
En revanche, leur délétion à l’âge adulte entraîne la mort par inanition (Luquet et al., 2005).  
Les neurones NPY/AgRP produisent également le neurotransmetteur inhibiteur 
GABA (Tong et al., 2008). Lorsque la libération synaptique du GABA par les neurones 
NPY/AgRP est empêchée, les dépenses énergétiques des souris sont augmentées, elles 
deviennent minces et résistantes à l’obésité. Ceci suggère que la fonction du GABA libéré par 
ces neurones est également très importante et limite les dépenses d’énergie. 
De manière générale, les neurones NPY/AgRP projettent en direction des mêmes 
structures que les neurones POMC/CART, à savoir principalement le PVN et le LH dans 
l’hypothalamus, mais aussi vers le TC (voir Figure 3). Les récepteurs au NPY de type Y1, Y2 
et Y5 sont fortement exprimés dans le NA, le PVN et le VMH (Parker and Herzog, 1999).   
 
Interrelations entre neurones NPY/AgRP et neurones POMC/CART 
Les neurones NPY/AgRP et POMC/CART sont très liés car ils établissent des 
connexions fonctionnelles entre eux dans le NA (Cowley et al., 2001; Roseberry et al., 2004). 
Chacune de ces populations neuronales expriment certains récepteurs Y au NPY et les 
récepteurs MC3-/4R à l’α-MSH (Bagnol et al., 1999; Mounien et al., 2005)(Figure 4). On parle 
de « système des mélanocortines », car les deux populations jouent sur les récepteurs MC-
3/4R (Cone, 2005).  
Les neurones POMC/CART et NPY/AgRP projettent sur les mêmes neurones cibles 
du PVN et du LH (Elias et al., 1998b; Légrádi and Lechan, 1999; Fekete et al., 2000a). Ces 
populations innervent directement le TC, et plus particulièrement le NTS (Palkovits et al., 
1987; Jobst et al., 2004).  
Ces deux populations neuronales reçoivent des projections nerveuses excitatrices  ou 
inhibitrices, via respectivement le glutamate et le GABA. De plus, il existe une modulation de 
ces deux systèmes antagonistes par des connections réciproques : les neurones à NPY/AgRP 
inhibent le système à POMC, via l’AgRP (antagoniste des MC3-R) et le GABA (Cowley et al., 
2001) (Figure 4). Ces jonctions synaptiques ne sont pas figées et sont soumises à des 
phénomènes de plasticité, qui peuvent être très rapides, de l’ordre de quelques heures 
(Horvath, 2006). Ainsi, les neurones POMC sont notamment activés par des afférences pré-
synaptiques glutamatergiques en provenance du VMH, sans doute des neurones SF1. Un 






(Sternson et al., 2005). En 2004, l’équipe d’Horvath a montré que la leptine peut normaliser 
le nombre de projections synaptiques sur les neurones NPY et POMC de souris ob/ob 
déficientes en cette hormone, en seulement 6h (Pinto et al., 2004). Au sein de notre équipe, 
nous avons montré qu’après 3 jours de régime gras, l’activité des neurones POMC de souris 








Figure 4 : Le système des mélanocortines dans le NA 
Les neurones NPY/AgRP et POMC/CART forment un réseau coordonné grâce aux nombreuses 
projections de fibres NPY/AgRP sur les neurones POMC/CART. Ainsi, les neurones NPY/AgRP 
exercent un tonus inhibiteur via la libération de GABA, d’AgRP et de NPY. Certains récepteurs 
d’hormones ou de peptides connus pour réguler l’activité de ces neurones sont indiqués. LepR, 
récepteur de la leptine; µ-OR, récepteur opioïde µ; Y2R,  récepteur au NPY de type 2. Dans la 
plupart des cas, on ne sait pas si ces récepteurs sont pré ou post-synaptiques. D’après Cone, 
2005. 
 
Autres neuropeptides/neurotransmetteurs du NA 
Le NA présente également des neurones qui co-expriment la kisspeptine, la 
neurokinine B et la dynorphine A (Goodman et al., 2007). Ces neurones expriment les 
récepteurs aux stéroïdes sexuels et sont impliqués  dans la régulation de l’axe gonadotrophe 
(Smith, 2008). La POMC est un précurseur qui est tronqué en plusieurs peptides, dont 
l’ACTH et la β-endorphine. La β-endorphine est un agoniste des récepteurs opoïdes µ, qui 
projette vers de nombreux noyaux, dont le PVN, le VMH et le LH. Ce peptide exerce une auto-
inhibition des neurones POMC (Markowitz et al., 1992). 
 
b) Le noyau ventro-médian 
Le noyau ventro-médian (VMH) forme avec le NA l’hypothalamus médio-basal  
(MBH) dont la destruction entraîne une hyperphagie. Il existe de nombreuses projections 






Le steroidogenic factor 1 (SF1) est exprimé spécifiquement au niveau du VMH. 
Plusieurs études démontrent la participation de SF1 dans la régulation du métabolisme. En 
effet, les souris KO pour SF1 sont obèses (Majdic et al., 2002), ce qui suggère son rôle 
anorexigène. Les neurones SF1 sont modulés par différentes hormones telles que la leptine 
ou l’insuline, dont les effets sont antagonistes suivant les conditions expérimentales. Suite à 
un régime gras, la leptine aurait un effet protecteur contre l’obésité, en stimulant les 
neurones SF1, alors qu’une sur-stimulation de la signalisation insulinique inhibe les 
neurones SF1, ce qui conduit à une prise de poids (Dhillon et al., 2006; Bingham et al., 2008; 
Klöckener et al., 2011). Les neurones du SF1 sont glutamatergiques. La libération de 
glutamate par ces neurones est indispensable pour la mise en place des réponses 
homéostasiques lors de l’hypoglycémie (sécrétion de glucagon notamment)(Tong et al., 
2007). 
Certains neurones du VMH expriment aussi le brain-derived neurotrophic factor 
(BDNF). Ce facteur neurotrophique est régulé de manière indirecte par l’état nutritionnel 
(Xu et al., 2003). Alors que son absence provoque l’obésité (Rios et al., 2001), lorsqu’il est 
injecté directement dans le VMH, le BDNF induit une chute de poids due à une baisse de la 
PA et une augmentation des dépenses énergétiques chez des rats normaux (Wang et al., 
2010a). Par son action anorexigène, le BDNF injecté chroniquement dans le VMH ou le PVN 
réduit l’obésité induite par un régime gras (Wang et al., 2010b; Godar et al., 2011). 
 
c) Le noyau paraventriculaire 
Le noyau paraventriculaire (PVN) se situe dans la partie antérieure de 
l’hypothalamus. Des expériences de lésion du PVN s’accompagnent d’une obésité et d’une 
hyperphagie (Aravich and Sclafani, 1983; Shor-Posner et al., 1985), ce qui souligne l’action 
globalement anorexigène de ce noyau. Cette action passe notamment par la régulation des 
hormones pituitaires : les neurones parvocellulaires du PVN produisent la CRH 
(Corticotropin Releasing Hormone), la TRH (Thyreotropin Realeasing Hormone) et  les 
neurones magnocellulaires, l’ocytocine. Ces peptides sont connus pour leurs effets 
anorexigènes (Suzuki et al., 1982; Gosnell et al., 1983; Arletti et al., 1990). Ils ont également 
une action au niveau de l’hypophyse, en permettant la libération de neurohormones. Le rôle 
du système neuroendocrinien dans la régulation du métabolisme sera développé plus en 
détails dans le paragraphe I.B.2.  
Le PVN forme un carrefour des projections nerveuses de nombreuses structures 
cérébrales en intégrant de nombreuses informations autonomes et endocrines. Par le biais 
des récepteurs Y1, Y5 et MC4-R (Mountjoy et al., 1994; Nguyen et al., 2012), le NPY et la 
POMC produits au niveau du NA module la production et la libération des neuropeptides 
anorexigènes libérés au niveau du PVN (Fekete et al., 2000a, 2000b, 2000c; Lu et al., 2003). 






anorexigène sur le PVN. Son administration chronique entraîne une diminution de la PA et 
du poids, via la libération de CRH (Toriya et al., 2010).  
Les fibres nerveuses du PVN projettent vers de nombreuses structures cérébrales et 
en premier lieu, vers les autres noyaux hypothalamiques, notamment le NA (Luiten et al., 
1987; Berthoud, 2002; Jobst et al., 2004). Les neurones du PVN émettent aussi des 
projections vers le TC où des réponses adaptées seront alors envoyées par le SNA afin de 
moduler le métabolisme énergétique périphérique (Blevins et al., 2003).  
 
d) L’hypothalamus latéral 
A l’inverse des autres noyaux, l’hypothalamus latéral (LH) n’est pas précisément 
défini dans l’espace. Historiquement, le LH a été associé à un « centre de la faim », car sa 
destruction entraîne une hypophagie (Anand and Brobeck, 1951). Parmi les neuropeptides 
exprimés dans le LH, les orexines et la melanin-concentrating hormone (MCH) sont deux 
neuropeptides orexigènes également fortement impliqués, de façon inverse, dans l’état de 
veille/sommeil (Qu et al., 1996; Sakurai et al., 1998).  
Les orexines (ou hypocrétines) 
Les orexines sont exprimés uniquement dans le LH (De Lecea et al., 1998; Sakurai et 
al., 1998). L’activation de ces neurones induit notamment une augmentation du tonus 
sympathique et de l’activité locomotrice, une recherche de récompense et une prise 
alimentaire (Tsujino and Sakurai, 2009). L’administration central d’orexines induit 
notamment une hyperphagie importante et retarde la satiété (Rodgers et al., 2002). A 
l’inverse, l’absence d’orexines chez la souris entraîne des symptômes de narcolepsie, 
d’hypophagie et d’hypoactivité, accompagnés d’une obésité tardive à partir de 12 semaines 
(Hara et al., 2001).  
La melanin-concentrating hormone  
Un grand nombre de neurones du LH expriment également le neuropeptide MCH. La 
MCH est considéré comme orexigène (Qu et al., 1996) mais ses effets physiologiques sur la 
PA sont complexes et semblent liés à ses possibles rôles sur l’anxiété et la dépression 
(Borowsky et al., 2002). Son expression est augmentée chez l’animal à jeun et la souris 
ob/ob obèse (Qu et al., 1996). La perte de son expression ou de celle de son récepteur induit 
une augmentation des dépenses énergétiques (car une hyperactivité) et une réduction du 
poids (Shimada et al., 1998; Alon and Friedman, 2006; Chung et al., 2011). La MCH est un 
peptide qui favorise le sommeil : son absence s’accompagne d’une augmentation de l’activité 
locomotrice des animaux, qui contribue à ses effets cataboliques marqués (Verret et al., 






Les neurones situés dans le LH projettent sur de nombreuses régions du cerveau 
impliquées dans la régulation de l’éveil, de la récompense et du métabolisme, à savoir les 
autres noyaux hypothalamiques, le cortex, le système limbique, le thalamus et la moelle 
épinière ; et reçoivent eux-mêmes des projections de la plupart de ces structures (Berthoud, 
2002). En regroupant un ensemble d’informations sensorielles et de motivation, le LH  peut 
réguler à la fois les aspects cognitifs et autonomes de l’homéostasie énergétique. Vis-à-vis du 
NA en particulier, on trouve des connexions réciproques avec les neurones à orexines et 
MCH (Broberger et al., 1998; Elias et al., 1998b). Ces derniers inhibent les neurones 
POMC/CART du NA (Ma et al., 2007) et activent les neurones à NPY/AgRP (Abbott et al., 
2003; Burdakov et al., 2003). 
Sur la figure 5 sont représentés les principaux circuits neuronaux hypothalamiques 












Figure 5 : Schéma récapitulatif des circuits neuronaux impliqués lors de la détection 
hypothalamique des nutriments 
Le système mélanocortine est le circuit le mieux caractérisé lors de la détection hypothalamique 
des nutriments. Les neurones POMC/CART et les neurones NPY/AgRP du NA (ARC sur le 
schéma) projettent vers de nombreux noyaux, dont le PVN, le VMH (noté VMN) et le LH. En 
retour, le NA reçoit des projections de ces mêmes noyaux. Les neurones à orexines et à MCH du 
LH interagissent avec le système des mélanocortines et intègrent des afférences sensorielles 
associées au plaisir et à la motivation, relayées ensuite par l’aire tegmentale ventrale (VTA) et le 
noyau accumbens (Nac) pour déterminer la consommation de nourriture. Le NTS reçoit des 
projections du NA, PVN, VMH et LH et intègre ces informations avec les signaux en provenance 
de la périphérie pour contrôler à la fois les effecteurs métaboliques mais aussi le comportement 






2. Le tronc cérébral 
La régulation de l’homéostasie énergétique est complexe et fait intervenir plusieurs 
structures cérébrales, en fonction de la nature des signaux, qu’ils soient consciemment 
perçus ou non. Dans ce manuscrit, nous allons nous limiter à la description rapide du tronc 
cérébral (TC) qui, comme l’hypothalamus, forme une « porte d’entrée » des informations, 
mais aussi le point de départ pour certaines fibres nerveuses du SNA. 
De nombreuses informations sensorielles viscérales (distension gastrique au cours 
du repas, par exemple) ou métaboliques (détection du glucose dans la veine porte) sont 
acheminées par les fibres nerveuses du système nerveux autonome (SNA) et arrivent au 
niveau du TC. De nombreuses efférences hypothalamiques projettent également vers le TC 
qui les intègre avant de moduler l’activité des organes périphériques via le SNA (Luckman 
and Lawrence, 2003). Il est composé de plusieurs noyaux, localisés en dessous du plancher 
du 4ème ventricule, qui forme le complexe vagal dorsal (Figure 6), à savoir l’area postrema 
(AP), le noyau du tractus solitaire (NTS) et le noyau dorsal moteur du nerf vague 
(DMNV).  
 
Figure 6 : Organisation du complexe vagal dorsal 
Schéma d’une coupe frontale du complexe vagal dorsal, situé dans le TC, avant le début de la 
moelle épinière. Il est constitué de l’area postrema (AP), du noyau du tractus solitaire (NTS) qui 
s’étend de chaque côté du canal central. Le noyau dorsal moteur du nerf vague (DMNV) est situé 
en position ventrale du NTS.  
 
L’AP est un organe circumventriculaire, qui comme le NA, se trouve à proximité d’un 
ventricule (Figure 6) et de nombreux vaisseaux sanguins dénués de véritable BHE, ce qui lui 






nombreux récepteurs à ces facteurs et sont la cible de fibres afférentes du SNA (Contreras et 
al., 1982). Ces neurones projettent vers l’hypothalamus et le NTS (Shapiro and Miselis, 
1985). 
Le NTS est une véritable station relais pour les afférences viscérales et gustatives. Il a 
été montré que la destruction du NTS entraînait une augmentation de la consommation de 
nourriture palatable (Hyde and Miselis, 1983), démontrant son importance dans l’analyse 
des informations qui contrôlent la PA. L’activation des afférences du SNA par des signaux de 
satiété (distension gastrique, libération de cholecystokinine…) module l’activité des 
neurones du NTS (Berthoud, 2008; Grill and Hayes, 2009). Avec le NA, c’est une des régions 
cérébrales où les neurones POMC sont présents. Le NTS présente une grande concentration 
de MC4-R (Mountjoy et al., 1994; Berthoud et al., 2006), l’activation de ces récepteurs 
conduit à une réduction de la PA (Grill et al., 1998; Williams et al., 2000). De plus, la leptine 
et le NPY peuvent moduler l’activité des neurones du NTS (Grill et al., 2002; Schwartz and 
Moran, 2002). 
Accolé au NTS (Figure 6), le DMNV constitue une composante majeure du SNA 
parasympathique (développé dans le paragraphe I.B.1.). Il contient la majorité des corps 
cellulaires des neurones pré-ganglionnaires vagaux. Ceux-ci sont la cible de projections 
directes des afférences sensorielles vagales et de centres supérieurs tels que le PVN, ou 
indirectes via le NTS (Luckman and Lawrence, 2003). 
Le TC est considéré comme un des sièges majeurs de la régulation à court-terme de 








B. Régulation du métabolisme par le Système Nerveux Central 
Nous venons de voir que l’hypothalamus est le principal centre intégrateur des 
signaux circulants permettant la détection des nutriments. Après analyse de ces différentes 
informations, l’hypothalamus met en place des réponses adaptées qui, pour atteindre les 
tissus périphériques, empruntent deux voies principales. Les fibres nerveuses efférentes 
hypothalamiques sont notamment projetées vers l’hypophyse, une glande neuroendocrine 
reliée à l’hypothalamus par la tige pituitaire ; et vers le TC et la moelle épinière (colonne 
inter-médio-latérale), qui sont les points de départ  des fibres efférentes du Système 
Nerveux Autonome (SNA). 
Dans ce paragraphe, nous allons décrire brièvement ces deux grandes composantes, 
que forment l’axe hypothalamo-végétatif et l’axe hypothalamo-hypophysaire, en nous 
intéressant particulièrement à la régulation nerveuse de la sécrétion d’insuline et de la 
production hépatique de glucose, deux composantes particulièrement contrôlées par la 
détection hypothalamique du glucose. 
 
1. Le système nerveux autonome 
Le système nerveux peut être classé suivant diverses catégories. On oppose souvent 
le SNC (cerveau et moelle épinière) au système nerveux périphérique, qui comprend 
notamment le système nerveux entérique. On peut également distinguer les systèmes 
nerveux somatique et autonome. Comme son nom l’indique, le SNA regroupe l’ensemble 
des nerfs permettant la régulation nerveuse de l’organisme sans contrôle volontaire. Dans le 
cadre du contrôle du métabolisme, le SNA est une voie efférente majeure puisqu’il innerve 
une grande majorité des organes périphériques, dont le tractus gastro-intestinal et la 
plupart des tissus/organes impliqués dans le métabolisme énergétique. 
 
a) Organisation générale 
Le système nerveux autonome (SNA) contrôle les fonctions végétatives de 
l’organisme. Il est constitué de deux grandes composantes qui sont les systèmes nerveux 
sympathique et parasympathique. Leur activité sur un organe donné a souvent des effets 
opposés. Ainsi, pour ce qui concerne le contrôle du métabolisme, le système 
parasympathique est impliqué dans la mise en place de réactions anaboliques, en favorisant 
le stockage d’énergie. Il sera activé suite à un repas, dans des conditions de repos (Teff, 
2007)(Figure 7). A l’inverse, le système sympathique prépare l’organisme à des situations 
« d’urgence » (nécessitant par exemple une activité locomotrice accrue), comme lors d’un 






d’énergie (catabolisme). Dans le cadre de la régulation du statut énergétique, il sera activé 
dans les situations de déficit énergétique (Scheurink and Nolan, 1996; Teff, 2007)(Figure 7). 
 
Les modifications du tonus autonome sont rendues possibles par les nombreuses 
connexions (souvent réciproques) entre l’hypothalamus et le TC. Ainsi, le LH est 
interconnecté avec le TC qui contient la majorité des neurones pré-ganglionnaires 
parasympathiques. Le NA, outre ses nombreuses projections au sein des noyaux hypothala-
miques et du TC, émet des efférences directes vers la colonne inter-médio-latérale de la 
moelle épinière, d’où partent les fibres sympathiques (Luiten et al., 1987; Elias et al., 1998b; 
Buijs et al., 2001). De la même manière, le PVN émet des projections vers le DMNV, où sont 
situés les neurones pré-ganglionnaires parasympathiques, mais aussi vers la colonne inter-
médio-latérale (Shapiro and Miselis, 1985; Jobst et al., 2004). Ces connexions permettent à 
l’hypothalamus d’influencer l’activité du SNA qui contrôle, entre autres, les sécrétions 
pancréatiques, le stockage des AGL dans le TA, la thermogenèse, la capture de glucose ou la 












Figure 7 : Régulation autonome des organes clés impliqués dans le métabolisme 
Le système sympathique présente des neurones pré-ganglionnaires (traits noirs) qui ont pour 
origine la colonne inter-médio-latérale. Ils font relais avec les neurones post-ganglionnaires 
(traits bleus) au niveau de nombreux ganglions. Ce système favorise les réactions cataboliques : 
il diminue notamment la sécrétion d’insuline, stimule la production hépatique de glucose, la 
lipolyse et la thermogenèse au niveau du TA. Bien que les muscles soient souvent associés à 






important dans la capture musculaire de glucose, indépendante de l’insuline. Le système 
parasympathique présente une organisation en nerfs crâniens (traits verts) qui innervent, dans 
la majorité des cas, les mêmes organes via des neurones post-ganglionnaires (traits rouges). A 
l’opposé du sympathique, le système parasympathique favorise les réactions anaboliques. 
D’après Marino et al., 2011 
 
Il est important de noter que l’équilibre entre tonus sympathique et parasympa-
thique est capital pour le maintien de l’homéostasie énergétique. Ainsi, cet équilibre serait 
modifié dans les pathologies métaboliques. Chez des animaux obèses ou soumis à un régime 
gras, on assiste à une augmentation du tonus parasympathique couplée à une diminution du 
tonus sympathique, notamment au niveau pancréatique (Takahashi et al., 1995; Magnan et 
al., 1999), ce qui conduit à une hyper-sécrétion d’insuline (Atef et al., 1995). 
 
a)   La régulation nerveuse de la sécrétion d’insuline 
 Le pancréas endocrine est constitué de plusieurs types cellulaires. On trouve 
notamment les cellules α et β, qui produisent respectivement du glucagon et de l’insuline. 
Ces deux hormones sont extrêmement importantes dans le contrôle du métabolisme 
glucidique. Dans ce manuscrit, nous nous limiterons à la description de la régulation 
nerveuse de la sécrétion de l’insuline, seule hormone hypoglycémiante de l’organisme.  
L’action du SNA sur la sécrétion d’insuline a été démontrée suite à des expériences  
dans lesquelles des rats sont nourris pendant 2h uniquement. Après quelques jours, ces 
animaux en restriction alimentaire présentent une élévation de leur insulinémie avant 
même la présentation de la nourriture (Woods et al., 1977). De la même manière, chez 
l’homme, une stimulation orale avec de la nourriture (sans variation de la glycémie) 
entraîne une augmentation de la sécrétion d’insuline (Teff et al., 1993). On parle de « phase 
céphalique » de la sécrétion d’insuline, c'est-à-dire la détection nerveuse du glucose dans la 
cavité orale (Teff, 2011). Cette stimulation est relayée par le nerf vague, qui innerve les 
cellules β, ce qui améliore la tolérance au glucose par la suite en préparant les îlots à 
l’hyperglycémie (Zawalich et al., 1989; Teff and Engelman, 1996). A l’opposé, la libération 
d’insuline est inhibée par la noradrénaline libérée par les rameaux du nerf sympathique 
splanchnique (Ahrén, 2000)(Figure 8).  
Par diverses expériences de marquage rétrograde et de lésions, il a pu être démontré 
que le PVN et le MBH (via le DMNV) sont particulièrement important dans le contrôle 
nerveux de la sécrétion d’insuline, structures où les neurones sensibles au glucose sont 







b) La régulation nerveuse de la production hépatique de 
glucose 
L’activation du nerf vague inhibe les enzymes de la néoglucogenèse (PEPCK, 
Phospho-énol-pyruvate Carboxy Kinase) et activent celles permettant la glycogénogenèse 
(glycogène synthase) ce qui diminue progressivement la glycémie (revu par (Corssmit et al., 
2001; Yi et al., 2012)). Ces effets sont abolis par une vagotomie (Matsuhisa et al., 2000; 
German et al., 2009) ainsi que l’injection d’atropine, un antagoniste cholinergique 
muscarinique (Boyle et al., 1988). A l’inverse, l’activation du système sympathique induit 
une production hépatique de glucose très rapide, via une innervation directe des 
hépatocytes et la stimulation de la sécrétion de glucagon et d’adrénaline. La glycogène 
phosphorylase est activée, ce qui conduit à une dégradation des stocks de glycogène (revu 
par (Corssmit et al., 2001; Yi et al., 2012)(Figure 8). 
Globalement, le LH et le MBH sont respectivement à l’origine des fibres 
parasympathiques et sympathiques qui innervent le foie. Le PVN et le TC sont des relais 
(Stanley et al., 2010). Certains neurones hypothalamiques sont à l’origine de l’activation du 
nerf vague pour augmenter la glycogénogenèse (Pocai et al., 2005a, 2005b).  
 
Figure 8 : Innervation autonome du pancréas et du foie 
 
2. Le système neuro-endocrinien 
 Nous venons de voir que la régulation du métabolisme par le SNC est relayée par le 
SNA, qui innerve une grande partie des organes. Il existe une autre voie d’action, qui passe 
par la production de neuro-hormones qui sont libérées dans la circulation sanguine : c’est le 
système neuro-endocrinien (SNE). Il fait intervenir deux structures importantes : 
l’hypophyse, en position ventrale de l’hypothalamus (Figure 9), et la médullo-surrénale, 






car des populations hypothalamiques communes vont interagir pour moduler l’activité du 
SNA et/ou la libération d’hormones via le SNE. 
Le PVN, qui reçoit des projections du NA et du LH, produit des neuropeptides 
agissant sur l’hypophyse. Ceux-ci modulent notamment la libération de TRH et CRH, deux 












Figure 9 : Le système hypothalamo-hypophysaire 
L’hypophyse présente la particularité d’être composée d’une structure nerveuse, la 
neurohypophyse (postérieure) et d’une structure endocrine, l’adénohypophyse (antérieure). Au 
niveau de l’éminence médiane, entre hypothalamus et hypophyse, il existe une riche 
vascularisation qui forme un système porte dans lequel les neuro-hormones hypothalamiques 
peuvent être libérées, pour atteindre l’hypophyse. D’autre part, certains neurones de 
l’hypothalamus projettent directement sur la neurohypophyse. L’ensemble forme l’axe 
hypothalamo-hypophysaire, qui contrôle un grand nombre de fonctions primaires telles que la 
reproduction, la croissance ou encore le stress.  
 
L’axe hypothalamo-hypophyso-thyroïdien 
La TRH stimule la production de TSH (Thyroid Stimulating Hormone) par les cellules 
thyréotropes de l’adénohypophyse, qui conduit à la libération des hormones thyroïdiennes 
T3 et T4 (Figure 10). Ces hormones sont connues depuis longtemps comme d’importants 
régulateurs du métabolisme basal et interviennent dans la thermorégulation (Silvestri et al., 
2005). Indépendamment du maintien de l’homéothermie, on distingue deux types de 
thermogenèses liées au repas : une obligatoire, conséquence de l’ensemble des réactions 






l’environnement ou de l’alimentation. Les hormones thyroïdiennes participent à la 
régulation de ces deux types de thermogenèse. L’hormone T3 induit notamment 
l’expression des protéines découplantes UCP (Uncoupling Protein) dans le TA brun, riche en 
mitochondries, ce qui permet notamment la dissipation de l’énergie ingérée excédentaire 
sous forme de chaleur (Fukuda et al., 2007). Ce contrôle est assurée de façon synergique 
avec celui du système nerveux sympathique (Bachman et al., 2002). Cette thermogenèse 
adaptive est augmentée (après un repas, on parle aussi de thermogenèse post-prandiale non 
obligatoire) pour permettre de limiter la prise de poids et varie en fonction des individus, 
suivant le fond génétique (Shibata and Bukowiecki, 1987; Cannon and Nedergaard, 2004).  
Divers noyaux hypothalamiques participent aux modifications du contrôle de la 
thermogenèse, via le SNA et le SNE. Lorsque le VMH est détruit, l’augmentation de la 
thermogenèse dans le TA brun (relayée par le SNA sympathique) n’est plus observée en 
réponse à une injection de glucose dans ce noyau (Sakaguchi and Bray, 1987, 1990). En 
revanche, elle est toujours présente lorsque l’injection de glucose est réalisée dans le 3V (Le 
Feuvre et al., 1991), preuve de l’implication de plusieurs noyaux hypothalamiques dans la 
détection du glucose et l’induction du contrôle de la thermogenèse dans le TA brun. Il est 
bien établi que le glucose, indépendamment de l’action de l’insuline, induit une 



















A l’opposé, lors du jeûne, afin de limiter les dépenses d’énergie, la sécrétion de TSH, 
de TRH et des hormones thyroïdiennes est inhibée, et celles circulantes sont rapidement 
éliminées par le foie. Ces actions sont notamment régulées par le système des 
mélanocortines hypothalamiques (Vella et al., 2011), qui participent donc à la régulation du 
métabolisme énergétique en modulant les dépenses d’énergie par thermogenèse. 
 
L’axe hypothalamo-hypophyso-surrénalien 
L’axe hypothalamo-hypophyso-surrénalien (HHS) est impliqué pour répondre à des 
réponses de stress, comme lors de la recherche de nourriture. Le PVN libère le CRH  dans le 
système porte de l’éminence médiane et stimule la synthèse d’ACTH (AdrenoCortico-Tropic 
Hormone) par les cellules corticotropes, à partir de POMC, au niveau de l’adéno-hypophyse. 
L’élévation d’ACTH conduit alors à la production de glucocorticoïdes (GCs) par la cortico-
surrénale, la partie la plus externe des glandes surrénales. Chez l’Homme, le cortisol est la 
forme active des GCs, chez le rat, c’est la corticostérone. Ces GCs exercent un rétrocontrôle 
négatif sur la synthèse de CRH, ce qui limite par la suite sa propre production, afin d’éviter 
d’atteindre des niveaux de GCs toxiques (De Kloet et al., 2005). Les actions conjointes du 
SNA et du système neuroendocrinien sur la production de GCs et d’adrénaline sont 











Figure 11 : L’axe hypothalamo-surrénalien 
Dans des situations de stress, comme cela peut être le cas lors de la recherche de nourriture, la 
stimulation de l’axe hypothalamo-surrénalien passe par deux voies : une voie directe par le SN 






ganglion sympathique) ; et une voie indirecte, par la libération de cortisol, via le SNE. L’ensemble 
de ces réactions conduit globalement à une mobilisation des réserves énergétiques (glycogène et 
triglycérides) pour faire face à la situation de stress. La sur-stimulation de cet axe, avec un excès 
de GCs, conduit au développement d’une résistance à l’insuline et la mise en place de pathologies 
métaboliques (Nieuwenhuizen and Rutters, 2008; Maniam and Morris, 2012). 
 
De manière paradoxale, alors que la CRH diminue la PA (Gosnell et al., 1983; 
Richardson et al., 2002), les GCs l’augmentent comme en témoigne l’hypophagie induite par 
l’adrénalectomie et reversée par une supplémentation en cortisol (revue par (La Fleur, 
2006)). Ceci s’explique notamment par le fait que la CRH inhibe la PA induite par le NPY 
(Heinrichs et al., 1993), alors que les GCs la stimulent via une augmentation de la synthèse 
de NPY (Sato et al., 2005). De plus, il semble que les GCs orientent vers la consommation 
d’aliments plus riches énergétiquement (Tempel and Leibowitz, 1989; Zellner et al., 2006). 
Ainsi, les GCs favorisent la prise de poids : les personnes atteintes d’hypercortisolémie 
développent souvent une obésité, alors que l’adrénalectomie induit une chute de poids et 
protège de l’obésité (Solomon and Mayer, 1973; Freedman et al., 1986). De nombreuses 
études suggèrent ainsi que l’hyperactivité de certaines composantes de l’axe HHS participe 
au développement de l’obésité (Guillaume-Gentil et al., 1990; Nieuwenhuizen and Rutters, 
2008). 
Au niveau cellulaire, il a été montré qu’en absence de GCs, les modifications 
d’expression de NPY et POMC suite à la reprise alimentaire ne sont plus présentes (Uchoa et 
al., 2012). De plus, le BDNF (libéré par des neurones du VMH) participe, de pair avec les GCs, 















C. Signaux permettant le maintien de l’homéostasie 
énergétique 
Afin de mettre en évidence les signaux hypothalamiques perçus et impliqués dans le 
contrôle de l’homéostasie énergétique, que ce soit la régulation de la PA ou du métabolisme, 
différentes approches méthodologiques ont été utilisées. Ainsi, des injections de métabolites 
et/ou d’hormones dans le parenchyme ou le 3V ont été réalisées. Ces injections sont souvent 
accompagnées d’agents pharmacologiques et/ou de manipulations génétiques afin de 
moduler les acteurs de la détection des signaux. Pour les signaux nerveux, ne seront 
développées que les afférences nerveuses en relation avec la détection périphérique du 
glucose, dans le paragraphe II. 
 
1. Les hormones 
Il existe un grand nombre d’hormones circulantes susceptibles de contrôler les 
apports et/ou les dépenses d’énergie. Je m’attacherai ici à la description de l’insuline et de la 
leptine, dont les concentrations circulantes sont corrélées au poids corporel et à la masse 
adipeuse, ainsi qu’à celle de la ghréline, unique hormone connue stimulant la PA. De 
nombreuses données montrent le rôle de ces hormones dans la régulation hypothalamique 
de la PA, du poids corporel, mais aussi de l’activité du SNA. Leur récepteur est fortement 
concentré au niveau de l’hypothalamus, en particulier dans la NA (Marks et al., 1990; 
Tartaglia et al., 1995; Willesen et al., 1999). Ces hormones sont considérées comme des 
signaux majeurs de la régulation centrale du métabolisme énergétique (Morton and 
Schwartz, 2011). En pages 36 et 37 est décrit brièvement, sous forme de tableau, le rôle de 
ces principales hormones. Je ne détaillerai pas leurs voies de signalisation, qui ont fait l’objet 
d’un grand nombre de revues (Cowley et al., 2003; Hassouna et al., 2010; Harrold et al., 
2012). 
Plus récemment, une nouvelle hormone sécrétée par le TA, l’apeline, a été montré 
comme impliquée dans la régulation de l’homéostasie énergétique. Au niveau central, 
l’apeline contrôle le poids corporel, la PA, ainsi que l’homéostasie glucidique par une 
signalisation NO-dépendante (Castan-Laurell et al., 2011), en jouant notamment sur le 










Hormones (Sites de 
production – 
Stimulation de la 
production) 
Cellules/Tissus/ 
Organes dont l’activité 
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-produite par la cellule 
β pancréatique 
 
-sécrétion stimulée par 
l’hyperglycémie 
principalement 
Hypoglycémiante, via  
Muscles et TA 
→ Induit le transport du glucose 
via GLUT4 (González-Sánchez and 
Serrano-Ríos, 2007) 
Résistance à l'insuline 
(internalisation du 
récepteur, altération 
des voies de 
signalisation) 
Foie 
→ Supprime la néoglucogenèse et 
stimule la glycogénogenèse (via le 
SNA) (Obici et al., 2002b) 
 
Hypothalamus : effet 
global 
Anorexigène  
(McGowan et al., 1990, 1992) 
 
Résistance à l'insuline 
(Marino et al., 2011) 
Neurones NPY/AgRP 
Diminue l'expression et la 
libération de NPY (Schwartz et al., 
1992; Könner et al., 2007) 
Neurones POMC/CART 
Augmente l'expression et la 
libération de POMC (Benoit et al., 
2002) 
SNC 
Potentialise les effets du glucose 
et de la CCK  (Riedy et al., 1995; 





-produite par les 
adipocytes du TA 
(Zhang et al., 1994) 
  
-production stimulée 
avec l’augmentation de 







SNC : effet global  
 
dont Hypothalamus  
et NTS  
Anorexigène  
(Campfield et al., 1995; Tartaglia 
et al., 1995; Seeley et al., 1996; 
Halaas et al., 1997; Elmquist et al., 






Résistance à la leptine 
lors de l'obésité 
















Diminue l'expression et la 
libération de NPY/AgRP 
(Schwartz et al., 1996a; Morrison 
et al., 2005) 
Neurones POMC/CART 
Augmente l'expression et la 
libération des peptides 
anorexigènes  
(Cheung et al., 1997; Cowley et 
al., 2001; Hill et al., 2008) 
Neurones TRH 
Augmente l'expression de TRH 
(Ghamari-Langroudi et al., 2010; 
Perello et al., 2010) 
Neurones CRH 
Augmente l’expression de CRH 









-produite par les 
adipocytes du TA 
(Zhang et al., 1994) 
 
-production stimulée 
avec l’augmentation de 
la masse grasse 
SNC 
Potentialise les effets centraux de 
la CCK  
(Emond et al., 1999) 
Perfusion chronique 
diminue la sensibilité 
hypothalamique à 
l'insuline (Koch et al., 
2010; Burgos-Ramos et 
al., 2011) 
TA brun 
Augmente la thermogenèse par 
l'expression de UCP1, via le SNA  
(Scarpace et al., 1997) 
 
Organisme entier 
→  Augmente l’activité motrice et 
la consommation d’oxygène 
(Scarpace et al., 1997) 
→  Améliore la sensibilité au 
glucose (Morton et al., 2005; 
Roman et al., 2010) 
Ghréline 
 
- Cellules oxyntiques de 
l'estomac et duodénum 
(Kojima et al., 1999; 
Ariyasu et al., 2001) 
 
- Production 
augmentée avant le 




(Willesen et al., 1999; Tschöp et 
al., 2000; Wren et al., 2000) 
Diminution des taux de 
ghréline chez les 
personnes obèses 
(Tschöp et al., 2001) 
Neurones NPY/AgRP 
Augmente la libération de NPY 
(Cowley et al., 2003) 
Estomac 
Augmente la motilité gastrique et 
les sécrétions acides de l'estomac 
(Tschöp et al., 2000) 
TA brun 
Diminution de l'expression de 
UCP1 et UCP3 (Tsubone et al., 
2005) 
TA blanc 
Stimulation de la lipogenèse 
(Tsubone et al., 2005)  
 
2. Les nutriments 
Mises à part leurs fonctions métaboliques, enzymatiques ou structurales, les 
nutriments ont également une fonction « informative » pour le cerveau, étant donné que 
leur concentration est un reflet immédiat du statut énergétique de l’organisme, avant même 
qu’ils n’aient déclenché des modifications de concentrations hormonales. Historiquement, 
une des premières expériences visant à démontrer une détection directe des nutriments par 
le SNC consistait à injecter par voie ICV des métabolites dans le 3V (Davis et al., 1981). 
Depuis, les preuves de l’importance de la détection de ces nutriments dans le maintien de 
l’homéostasie énergétique se sont multipliées. 
Dans les paragraphes suivants seront décrits brièvement les principaux rôles des 
acides gras et des acides aminés dans la régulation de l’homéostasie énergétique. Pour ce 
qui est des glucides, et plus particulièrement du glucose qui nous intéresse dans l’équipe, 






a) Les acides gras 
Les lipides peuvent être directement détectés par l’hypothalamus. Ainsi, une 
augmentation de la concentration en acides gras libres (AGL) (en injectant directement des 
AGL ou en inhibant l’enzyme qui permet leur dégradation) dans le 3V induit une inhibition 
de la PA (Loftus et al., 2000; Obici et al., 2002a), une diminution de la production hépatique 
de glucose (Obici et al., 2002a) et module la sécrétion et l’action de l’insuline en réponse à 
une charge périphérique en glucose (Clément et al., 2002; Cruciani-Guglielmacci et al., 
2004). Les effets de ces acides gras sur les tissus périphériques (foie, pancréas) sont dus à 
une modification de l’activité du SNA, plus particulièrement une diminution du tonus 
sympathique, via l’hypothalamus (Clément et al., 2002; Cruciani-Guglielmacci et al., 2004, 
2005).  
Différentes équipes s’attachent à découvrir les acteurs cellulaires responsables des 
effets cérébraux des lipides, en fonction de leur nature. Dans l’hypothalamus, certains 
neurones présentent une modification d’activité électrique en réponse aux AGL (Oomura et 
al., 1975; Wang et al., 2006). Il a été démontré l’existence de neurones sensibles aux AGL 
grâce à l’utilisation du marqueur d’activation cellulaire c-Fos, d’enregistrements électriques 
in vivo après une injection intracarotidienne d’acide oléique et par électrophysiologie 
(Chang et al., 2004; Cruciani-Guglielmacci et al., 2004; Wang et al., 2006). Globalement, les 
AGL activent certains neurones du LH et en inhibent d’autres dans le NA, le VMH et le PVN 
(Cruciani-Guglielmacci et al., 2004). Que ce soit ex vivo (tranches d’hypothalamus) ou in vivo 
(enregistrements multicellulaires), la réponse des neurones du NA à l’acide oléique dépend 
de la concentration en glucose/la glycémie (Wang et al., 2006). Ex vivo par exemple, lorsque 
la concentration en glucose est de 2,5mM, on trouve des neurones excités et d’autres inhibés 
par l’acide oléique. En revanche, lorsque la concentration en glucose est descendue à 0,1mM,  
il ne reste que des réponses inhibitrices à l’acide oléique (Wang et al., 2006).  
L’hypophagie induite par une augmentation hypothalamique des AGL est corrélée à 
une diminution de l’expression de NPY (Loftus et al., 2000; Morgan et al., 2004). En 
revanche, dans ces études, aucune variation d’expression de la POMC n’a été détectée (Obici 
et al., 2002a). Une étude plus récente montre cependant que l’acide oléique inhibe l’activité 
des neurones POMC (Jo et al., 2009). 
Les mécanismes moléculaires proposés dans la détection des AGL passent par la 
métabolisation de ces derniers, détaillée dans la figure 12.  
Les enzymes impliquées dans le métabolisme des lipides, comme l’acétylCoA 
carboxylase (ACC) et la fatty acid synthase (FAS), ainsi que les transporteurs d’acyl-CoA 
CPT1 et 2 (transport mitochondrial) sont exprimés dans le NA et le VMH (Sorensen et al., 
2002), des noyaux hypothalamiques qui sont donc impliqués dans la régulation de la PA, via 
la détection des AGL. Les mécanismes moléculaires impliqués dans cette détection ne sont 















Figure 12 : Représentation schématique du métabolisme cellulaire des lipides ainsi que leur 
implication dans la régulation nerveuse du métabolisme énergétique. 
Une fois à l’intérieur de cellules, les AGL sont rapidement estérifiés en acyl-CoA par l’Acyl-CoA 
Synthase (ACS). Le devenir des acyl-CoA et leur signalisation font l’objet de deux hypothèses. 
   Les acyl-CoA ont deux origines possibles : soit, via l’action de l’ACS, à partir des AGL ; soit 
néformés par l’action de la FAS (Fatty Acid Synthase) à partir de malonyl-CoA. Le malonyl-CoA 
est lui-même dérivé de l’acétyl-CoA, produit de la glycolyse, par l’Acétyl-CoA Carboxylase (ACC). 
L’entrée des acyl-CoA dans la mitochondrie est contrôlée par la disponibilité en malonyl-CoA. En 
effet, le malonyl-CoA inhibe CPT1 (Carnitine-palmitoyltransferase 1), un des transporteurs 
mitochondriaux des acyl-CoA (avec le CPT2). Un taux important de malonyl-CoA contribue donc 
à faire augmenter la concentration cytoplasmique des acyl-CoA. Cette accumulation 
engendrerait une activation des canaux KATP dépendants, induisant une dépolarisation du 
neurone (Lam et al., 2005c). 
La Kinase activée par l’AMP (AMPK) jouerait également un rôle important dans la régulation de 
la détection des lipides. Elle participe au contrôle de la formation de malonyl-CoA, en inhibant de 
façon allostérique l’ACC (López et al., 2008). 
 Les acyl-CoA sont transportés dans la mitochondrie par l’intermédiaire de deux 
transporteurs, CPT1 et CPT2, localisés respectivement sur la membrane mitochondriale externe 
et interne. La β-oxydation des acyl-CoA conduit à la formation d’ATP et d’espèces actives de 
l’oxygène (mEAOs).  L’ATP produit ferme les canaux KATP. Quant aux mEAOs, leur(s) cible(s) ne 
sont pas encore identifiées. 
1) Selon la première hypothèse, c’est l’accumulation des AGL et des Acyl-CoA dans le 
cytoplasme qui constituerait le signal anorexigène ou catabolique. Différentes études 
pharmacologiques, utilisant des inhibiteurs de la FAS ou de CPT1, montrent une 
accumulation d’acyl-CoA accompagnée d’une inhibition de la PA et de la néoglucogenèse 







2) C’est la métabolisation des acyl-CoA dans la mitochondrie (β-oxydation et respiration) 
(Cruciani-Guglielmacci et al., 2004) qui permet notamment une augmentation de la 
production d’espèces actives de l’oxygène (mEAOs), responsable des signaux de satiété 
(Benani et al., 2007). En effet, lorsque la production des mEAOs est bloquée, l’inhibition 
induite par les AGL n’est plus présente. La signalisation via les mEAOS est également 
impliquée lors de la détection du glucose,  elle sera développée dans le paragraphe II.  
Plusieurs produits de la métabolisation des AGL peuvent agir comme molécule-
signal, proportionnellement à leur concentration, pour modifier le potentiel de membrane et 
la fréquence des potentiels d’action des neurones. En effet, ils modulent la conductance de 
canaux ioniques, notamment les KATP (Obici et al., 2002b) ce qui permet ou empêche la 
libération de neurotransmetteurs (Lam et al., 2005b; Pocai et al., 2005a; Wang et al., 2006; 
Jo et al., 2009). 
De plus, les AGL peuvent être des modulateurs directs de la transcription, car il existe 
des séquences régulatrices sensibles aux AGL, comme les PPAR (Peroxisome Proliferator 
Activated Receptor) (Chakravarthy et al., 2007; Diano et al., 2011).  
 Il existe des interrelations entre la détection des lipides et celle du glucose, qui 
passent par des voies de signalisation communes (via le malonyl-CoA et l’action sur les KATP 
notamment).  
 
b) Les acides aminés 
Depuis plus de 50 ans, il est connu que la consommation d’un régime hyperprotéiné 
est satiétogène (Mellinkoff et al., 1956; Porrini et al., 1997). Certains acides aminés semblent 
plus particulièrement impliqués : ainsi, une injection de leucine dans le 3V inhibe très 
fortement la PA (Cota et al., 2006; Morrison et al., 2007). A l’inverse, la consommation d’un 
régime carencé en protéines ou en un acide aminé particulier conduit au développement de 
préférences alimentaires vis-à-vis de protéines ou de l’acide aminé manquant, que ce soit 
chez l’Homme ou le rat (Gietzen, 1993; Gibson et al., 1995).  
La détection centrale des acides aminés passe par plusieurs voies directes ou 
indirectes. Pour les voies indirectes, le passage des acides aminés au niveau duodénal induit 
la sécrétion de CCK qui déclenche l’effet anorexigène des protéines au niveau central. Il a 
aussi été démontré la présence de récepteurs hépato-portaux sensibles aux acides aminés, 
qui lorsqu’ils sont stimulés, activent des afférences nerveuses en direction du TC (Niijima 
and Meguid, 1995; Duraffourd et al., 2012).  
Plusieurs arguments montrent également une détection centrale directe des acides 
aminés. L’injection de leucine dans le MBH induit une activation des neurones POMC du NA, 






al., 2009). A l’inverse, les acides aminés inhibent les neurones à NPY/AgRP (Morrison et al., 
2007). Récemment, il a été démontré que les neurones à orexines du LH sont également 
capables de détecter des variations de concentrations en acides aminés (Karnani et al., 
2011). 
Parmi les mécanismes cellulaires et moléculaires impliqués dans ces effets, on trouve 
l’activation de la signalisation mTOR (Cota et al., 2006; Morrison et al., 2007). Le ratio 
AMP/ATP semble être crucial pour l’activation de la mTOR (mammalian Target of 
Rapamycin). Lorsqu’il augmente, signe d’un manque énergétique, l’activité de la kinase 
mTOR augmente, entraînant des phénomènes de transcription (Dennis et al., 2001; Cota et 
al., 2006; Wullschleger et al., 2006). Plusieurs études mettent en avant le rôle de la leucine 
comme un signal physiologique de la disponibilité en acides aminés. GCN2 et S6K1 font 
partie des kinases qui participent aux réponses mises en jeu lors de la privation en leucine, 









II. Le glucose dans le contrôle de l’homéostasie énergétique 
Nous venons de voir que des signaux lipidiques ou protéiques permettent au SNC 
d’appréhender le statut énergétique de l’organisme et de mettre en place des réponses 
physiologiques adaptées. Au sein de notre équipe, nos recherches visent à mieux 
comprendre la détection hypothalamique d’un glucide en particulier : le glucose. Le glucose 
représente une source énergétique majeure pour tous les organes et en particulier pour le 
cerveau, pour lequel il est le substrat énergétique essentiel en conditions physiologiques. 
Afin d’assurer l’intégrité de l’organisme, la glycémie est donc finement contrôlée : elle est 
maintenue autour d’une valeur physiologique de référence, qui est de 5 mM  en condition 
basale chez l’Homme.   
Le SNC joue un rôle majeur dans la régulation de la glycémie, en premier lieu pour 
son propre fonctionnement comme organe mais également pour l’ensemble de l’organisme. 
Afin d’assurer cette régulation aussi finement que possible, il est capable de détecter les 
variations de  glycémie. Il existe néanmoins d’autres organes capables de détecter ces 
variations, dont l’un occupe un rôle majeur : le pancréas endocrine, en particulier les cellules 
β. Ces différents « détecteurs » périphériques seront détaillés avant de décrire plus 
précisément la détection hypothalamique du glucose. 
 
A. Détection extra-hypothalamique du glucose 
1. Le pancréas endocrine 
Le pancréas endocrine est organisé en îlots de Langherans, composés de plusieurs 
types cellulaires : les cellules α, β, σ, δ et ε, qui synthétisent respectivement le glucagon, 
l’insuline, la somatostatine, le polypeptide pancréatique (aussi appelé PP) et la ghréline 
(Granata et al., 2010). Dans ce paragraphe, seule la détection du glucose par la cellule β sera 
décrite. Les connaissances sur les mécanismes de détection du glucose dans la cellule β ont 
mis en évidence de nombreuses analogies avec ceux des autres sites de détection identifiés 
(Schuit et al., 2001; Pénicaud et al., 2006; Diano and Horvath, 2012).  
La détection du glucose par la cellule β est extrêmement connue (comparativement à 
celle de l’hypothalamus) et documentée depuis longtemps. Cette cellule exprime 
majoritairement l’isoforme GLUT2 des transporteurs au glucose chez les rongeurs (GLUT), 
dont l’affinité pour le glucose est faible. Cette propriété permet, lors d’une hyperglycémie, de 
transporter le glucose dans la cellule de façon proportionnelle à l’augmentation de glycémie. 
Associée à GLUT2, la glucokinase (ou hexokinase IV) a, elle aussi, une faible affinité pour le 
glucose  et elle n’est pas inhibée par son produit, elle transforme donc rapidement le glucose 
en glucose-6-phosphate, de manière proportionnelle à la disponibilité en glucose. Ainsi 






mitochondrie. La signalisation la plus décrite implique alors la synthèse d’ATP, qui induit 
l’élévation du ratio d’ATP/ADP cytosolique, entraînant la fermeture des canaux 
potassiques KATP. Ceci provoque une dépolarisation de la cellule β, conduisant à l’ouverture 
de canaux calciques voltages dépendants. L’entrée de calcium dans la cellule déclenche la 










Figure 13 : Schéma représentant la sécrétion d’insuline par la cellule β pancréatique en 
réponse à une augmentation de la glycémie. 
 
2. Le système nerveux entérique 
Au niveau du tube digestif, le glucose induit un grand nombre de réponse, à la fois au 
niveau intestinal et pancréatique. Lors d’un repas, le passage du bolus alimentaire dans la 
cavité orale stimule des nerfs sensitifs. Ceci entraîne une petite sécrétion pancréatique 
d’insuline, qui « amorce » le pancréas pour l’arrivée des nutriments (Teff, 2011). Après 
digestion enzymatique, le glucose est directement détecté dans la lumière de l’intestin. Sa 
présence est rapidement signalée au SNC, à la fois par un relais nerveux, via les neurones du 
plexus myentérique et le nerf vague, et indirectement par la libération d’hormones appelées 
incrétines, dont le GLP1 (Migrenne et al., 2006). 
Le glucose est détecté par les cellules entérochromaffines du duodénum, via le co-
transporteur de glucose couplé au sodium SGLT3. Celles-ci libèrent alors de la sérotonine 
(5-HT) qui dans un second temps module l’activité des neurones du système nerveux 
entérique, par son récepteur 5-HT3R. Ceci conduit à une activation des afférences vagales 






Au niveau de l’intestin (iléon et colon proximal), les cellules entéroendocrines L 
secrètent du GLP1 en réponse à la présence de nutriments dans le tube digestif. La 
signalisation induite par le glucose dans ces cellules est proche de celle retrouvée dans la 
cellule β pancréatique, c'est-à-dire une métabolisation du glucose et la fermeture de canaux 
KATP (Reimann et al., 2008). De plus, il semblerait que les SGLTs soient également impliqués 
dans l’excitation des cellules L par le glucose (Reimann et al., 2008).  
Liu et al. ont montré que certaines cellules entériques excitées par le glucose 
présentaient également le récepteur à la leptine, renforçant leur rôle dans le contrôle de 





Figure 14 : Les cellules L de l’intestin sont sensibles au glucose. 
Représentation d’un enregistrement en patch clamp (cellule entière) d’une cellule stimulée avec 
10mM de glucose, appliqué comme indiqué. A droite, moyenne de la fréquence des potentiels 
d’action avant (C1), pendant (Gluc) et après (C2) application du glucose, mesures effectuées sur 
8 cellules. D’après Reimann et al., 2008 
 
3. La veine hépato-portale 
Le système hépato-portal reçoit le premier les nutriments issus du tube digestif, juste 
après leur digestion (Figure 15). La veine hépato-portale est donc un site primaire de la 
détection des variations de concentrations en glucose (Delaere et al., 2010). La détection de 
l’hyperglycémie au niveau de la veine hépato-portale est relayée par des fibres afférentes de 
la branche hépatique du nerf vague, modulant les neurones du TC et du LH (Niijima, 1982; 
Shimizu et al., 1983; Adachi et al., 1984). Des enregistrements ont ainsi montré que l’activité 
électrique de ces fibres nerveuses est inversement proportionnelle à la concentration de 
glucose dans la lumière de la veine porte. La nature exacte des « détecteurs de glucose » de 
la veine porte n’est pas encore clairement établie. En revanche, des expériences utilisant des 
souris inactivées pour différents gènes ou des inhibiteurs pharmacologiques ont montré que 
la détection du glucose à ce niveau nécessite la présence du transporteur GLUT2 et du 
récepteur au GLP1 (Burcelin et al., 2000a, 2001). 
Lors d’une hyperglycémie hépato-portale, ces « détecteurs de glucose » permettent la 
modulation de différents paramètres du métabolisme énergétique : l’inhibition de la PA 
(Niijima, 1982; Tordoff and Friedman, 1986), une sécrétion rapide d’insuline (Fukaya et al., 






hépatique (Burcelin et al., 2000b). Les différentes réponses ainsi déclenchées permettent le 
retour à une glycémie basale. Ces détecteurs hépato-portaux sont également importants lors 
de l’hypoglycémie, où ils participent la mise en place des réponses de contre-régulation via 
la stimulation de l’axe sympatho-surrénal (Hevener et al., 2001; Saberi et al., 2008). 
 
 
Figure 15 : Le système hépato-portal 
La veine porte est formée de l’ensemble des 
capillaires en provenance de l’intestin et remonte 
au niveau du foie. A ce niveau, le sang est riche des 
nutriments absorbés suite à la digestion. Les 
cellules sensibles au glucose de la veine hépato-
portale sont localisées dans un site stratégique 
pour la détection rapide des variations de 
concentration en glucose, suite à un repas, par 




La néoglucogenèse intestinale participe également au maintien de la satiété entre 
deux repas (Delaere et al., 2010).  Pendant la période postprandiale, les peptides issus de la 
protéolyse alimentaire bloquent les récepteurs μ-opoïdes du SN entérique de la veine 
hépato-portale. Les nerfs du SNA relient cette information vers le SNC, qui favorise la 
néoglucogenèse intestinale (Mithieux, 2009; Duraffourd et al., 2012). Cette néoglucogenèse 
conduit à la libération dans la veine porte de glucose, dont la détection est relayée par les 
afférences nerveuses vagales, comme en témoigne l’absence de diminution de la PA chez des 
souris KO pour la glucose-6-phosphatase (enzyme de la néoglucogenèse) au niveau 
intestinal ou suite à une dénervation (Mithieux et al., 2005; Penhoat et al., 2011).   
 
4. Les corps carotidiens 
Juste après la séparation des carotides communes en carotides interne et externe, il 
existe une structure vasculo-nerveuse capable de détecter différents paramètres 
plasmatiques, appelée corps ou glomus carotidien. Les cellules qui le constituent sont 
capables de détecter des variations de la concentration plasmatique de glucose et d’oxygène 
(López-Barneo, 2003). Ces cellules sont en relation avec les fibres nerveuses afférentes du 
nerf vague qui remontent vers le TC. Via une modulation du SNA par la libération de 






régulation mis en jeu pour lutter contre l’hypoglycémie et l’hypoxie (Koyama et al., 2000; 
López-Barneo, 2003).  
La détection de l’hypoglycémie déclenche l’activation de cellules nerveuses du 
glomus qui met en jeu un courant potassique. Ceci entraîne une cascade de signalisation qui 
permet l’exocytose des vésicules de neurotransmetteurs (López-Barneo, 2003; García-
Fernández et al., 2007). Un certain nombre d’acteurs moléculaires reste encore à déterminer 
dans cette cascade de transduction activée par le glucose.  
 
5. Les régions centrales extra-hypothalamiques 
Le tronc cérébral 
Le premier scientifique à mettre en évidence le contrôle de la glycémie par le TC est 
Claude Bernard en 1849. Il a ainsi montré que l’activation électrique du plancher du tronc 
cérébral conduisait à une production hépatique de glucose par le biais de la modulation de 
l’activité du SNA. Les neurones du TC sont en effet capables d’intégrer directement des 
signaux provenant des afférences nerveuses des tissus périphériques, mais aussi de la 
circulation sanguine : à cet endroit, la BHE est très lâche (Gross et al., 1990) et permet le 
passage de facteurs métaboliques et endocriniens à proximité de certains neurones du TC. 
Certaines zones de l’AP, du NTS et du DMNV présentent des neurones sensibles au 
glucose (Yettefti et al., 1997; Dallaporta et al., 1999). Ces neurones sont soit excités ou 
inhibés par une augmentation de la concentration extracellulaire en glucose. Certains 
acteurs moléculaires de la cellule β pancréatique ont été retrouvés dans le TC (GLUT2, 
glucokinase, canaux KATP), mais leur participation dans la détection du glucose à ce niveau 
n’est pas totalement démontrée (Ritter et al., 2011). En effet, ces protéines sont également 
retrouvées dans des neurones non gluco-sensibles. Les neurones gluco-sensibles du TC sont 
aussi impliqués dans la mise en place des réponses de contre-régulation lors de 
l’hypoglycémie, en stimulant la sécrétion de catécholamines par les surrénales, via le SN 
sympathique. Les neurones noradrénergiques du NTS sont indispensables à l’élaboration de 
ces réponses, mais il n’est pas encore démontré qu’ils soient GS (Ritter et al., 2011).   
L’organe subfornical 
Tout récemment, il a été démontré qu’un autre organe circumventriculaire, l’organe 
subfornical (SFO), situé dorsalement en bordure du 3V, zone où la BHE est absente, présente 
des cellules sensibles au glucose (Medeiros et al., 2012)(Figure 16). Certaines sont excitées 
par une augmentation de la concentration extracellulaire en glucose, alors que d’autres sont 
inhibées (Medeiros et al., 2012). Les neurones du SFO projettent vers d’autres régions 












Figure 16 : Localisation du tronc cérébral et de l’organe subfornical (SFO) sur une coupe 
sagittale de cerveau de rat (L=-0,1mm) 
 
Il existe donc en périphérie, comme dans le SNC, de nombreux tissus/organes 
capables de détecter des variations de la glycémie et de participer à la régulation du 
métabolisme énergétique. Dans la suite de ce manuscrit, nous nous intéresserons à la 








B. Détection hypothalamique du glucose 
L’hypothalamus occupe un rôle primordial dans la détection du glucose. En effet, il a 
été montré que la détection hypothalamique du glucose était altérée chez des animaux 
obèses, insulino-résistants et/ou présentant un diabète de type II (Blouet and Schwartz, 
2010; Marino et al., 2011), et qu’à l’inverse, la modification de cette détection entraînait une 
obésité ou des défauts de l’homéostasie glucidique (He et al., 2006; Colombani et al., 2009; 
Carneiro et al., 2012).  
Depuis longtemps, l’hypothalamus a été identifié comme le site de détection à la fois 
de l’hypo- et de l’hyperglycémie, déclenchant des réponses adaptatrices majeures. Avant le 
début du repas, une très légère hypoglycémie avait été remarquée à la fois chez l’animal 
(Louis-Sylvestre and Le Magnen, 1980) et l’Homme (Melanson et al., 1999; Campfield and 
Smith, 2003). Il a alors été suggéré que cette diminution de glucose circulant était un signal 
pour l’initiation du repas. La détection centrale d’une glucoprivation a été mise en évidence 
par l’injection dans le 3V d’un analogue non métabolisable du glucose, le 2-désoxy-glucose 
(2-DG), qui mime une glucopénie (Miselis and Epstein, 1975). Cette détection entraîne la 
mise en place des réponses dites de « contre-régulation », parmi lesquelles on trouve une 
stimulation de la production hépatique de glucose, la sécrétion pancréatique de glucagon et 
l’augmentation de la PA (Marty et al., 2007). Les voies de signalisation impliquées ne seront 
pas détaillées dans ce manuscrit.  
Dans ce chapitre, nous nous attacherons à la description plus précise de la détection 
hypothalamique de l’hyperglycémie, qui a été au centre de mon travail. L’ensemble des 
études menées sur cette détection montre une modulation de l’expression et de la libération 
des neuropeptides orexigènes et anorexigènes, qui limitent la PA, accompagnées d’une 
stimulation du stockage hépatique de glucose sous forme de glycogène, de la sécrétion 
d’insuline, et des dépenses énergétiques (stimulation de la thermogenèse via le SNA) afin de 
restaurer une glycémie physiologique et plus largement, participer à l’équilibre énergétique 
de l’organisme. 
 
1. Le glucose dans le cerveau 
Avant d’étudier les mécanismes cérébraux de détection des variations de glycémie, je 
décrirai brièvement les mécanismes d’entrée du glucose dans le SNC ainsi que sa 
concentration moyenne dans ce tissu. 
Le cerveau est isolé de la circulation sanguine par la BHE dans la plupart des régions 
cérébrales, excepté au niveau de régions subventriculaires. Les cellules endothéliales 
formant les vaisseaux et capillaires cérébraux sont liées entre elles par des jonctions serrées 
assurant une perméabilité sélective. Ces vaisseaux sont également recouverts des pieds 






dans la cellule. Son passage au travers la membrane plasmique ne peut s’effectuer qu’à 
partir de transporteurs de glucose (GLUTs), qui assurent une diffusion facilitée suivant le 
gradient de concentration. Ce phénomène est stéreospécifique et saturable, avec des 
variations suivant les isoformes. Leur expression cellulaire et/ou tissulaire ainsi que leurs 
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GLUT2 Astrocytes/Neurones (expression discrète) 15-20 mM 
GLUT3 Neurones 1-3 mM 
GLUT4 




Microglie, Cellule endothéliale de la BHE 
(transport du fructose) 
6 mM 
GLUT6 Cerveau (ARNm seulement) ? 
GLUT8 
Neurones : hippocampe, cortex olfactif, 
amygdale, hypothalamus, NTS, cervelet 
2 mM 
GLUT10 Cerveau ≈ 0,3 mM 
GLUT11 Cerveau ? 
 
GLUT1 est exprimée dans la quasi-totalité des cellules de l’organisme. Dans le 
cerveau, l’expression de GLUT1 par les cellules endothéliales et gliales assure l’entrée du 
glucose dans le parenchyme cérébral (Vannucci et al., 1997). Avec un Km autour de 1-3 mM, 
GLUT3 est saturé à la plupart des taux de glucose cérébraux permettant un 
approvisionnement relativement constant en glucose aux neurones en conditions 
physiologiques. GLUT4, normalement présent dans les tissus insulino-sensibles (où il est 
adressé à la membrane plasmique en présence d’insuline) est exprimé au niveau du cortex, 
de l’hippocampe, du cervelet et moins abondamment au niveau de l’hypothalamus (Leloup 
et al., 1996; El Messari et al., 2002). 
GLUT2 se distingue des autres isoformes par sa faible affinité pour le glucose. Cela lui 
permet de transporter le glucose proportionnellement à sa concentration circulante et de ne 
pas être saturé lorsque la glycémie augmente. Au niveau central, notre groupe a pu mettre 
en évidence la présence de ce transporteur dans différentes structures impliquées dans la 
régulation nerveuse du métabolisme et de la PA, parmi lesquelles différents noyaux 






structures, GLUT2 est exprimé dans les neurones mais majoritairement dans les astrocytes 
(Arluison et al., 2004a, 2004b). Son implication dans les mécanismes centraux de la 
détection du glucose sera développée ultérieurement.  
La concentration en glucose dans le parenchyme nerveux est, en général, plus faible 
que la glycémie. Au niveau hypothalamique, elle se situe entre 0,7 et 2,5 mM (Silver and 
Erecińska, 1994; de Vries et al., 2003). Lors d’une hyperglycémie sévère, cette concentration 
peut s’élever à environ 5 mM, mais ne dépasse jamais 10mM. Au niveau du NA, la BHE a été 
décrite comme plus lâche et ce noyau se situe juste au-dessus de l’éminence médiane, 
richement vascularisée. Ceci laisse à penser que la concentration en glucose dans ces 
régions seraient beaucoup plus proche de la glycémie. Cette question reste sujette à 
controverse dans la littérature (Dunn-Meynell et al., 2009). 
La localisation et la dose de l’injection de glucose dans/vers le SNC, censée mimer 
l’hyperglycémie, est donc importante pour rester dans des conditions physiologiques. 
L’injection de glucose dans le 3V engendre une diminution de la PA, de même que celle dans 
le NA (Davis et al., 1981; Kurata et al., 1986; Cha et al., 2008; Carneiro et al., 2012). Lorsque 
cette injection est réalisée par la carotide vers le cerveau, on note une forte expression du 
marqueur d’activation cellulaire c-Fos dans le NA et le PVN (Guillod-Maximin et al., 2004), 
ainsi qu’une augmentation de l’activité électrique multicellulaire au niveau du NA (Leloup et 
al., 2006). Cette activation électrique conduit à une activation vagale qui déclenche une 
sécrétion d’insuline (Leloup et al., 2006). De manière intéressante, l’activation c-Fos est 
retrouvée également dans les astrocytes (Guillod-Maximin et al., 2004)(Figure 17). Par 
ailleurs, l’inhibition du métabolisme des glucides uniquement dans l’astrocyte supprime 
l’activation neuronale du NA mesurée via c-Fos et la sécrétion d’insuline observée en 










Figure 17 : Effet du glucose hypothalamique sur les astrocytes 
A| Suite à une injection intracarotidienne de glucose, le nombre d’astrocytes c-Fos+ est 
augmenté dans le NA (ARC) mais non dans le PVN. B| Illustration d’un astrocyte activé dans le 
NA (marquage c-Fos+) après l’injection de glucose. Barre d’échelle = 30µm. D’après Guillod-







La capacité de l’hypothalamus à détecter une hyperglycémie est à relier avec 
l’existence de populations neuronales spécifiques dont l’activité électrique varie en fonction 
des concentrations de glucose. Ces populations ont été mises en évidence par des études 
d’électrophysiologie sur coupes fraîches. 
 
2. Les populations neuronales gluco-sensibles 
Les neurones gluco-sensibles présentent la particularité d’utiliser le glucose à la fois 
comme un substrat énergétique mais aussi comme un « signal ». Ainsi, leur activité 
électrique est spécifiquement reliée à des variations de concentrations en glucose, que ce 
soit une augmentation ou une diminution de cette concentration. 
 
a) Sensibilité au glucose et/ou lactate 
Depuis la découverte de l’existence de neurones sensibles au glucose (« gluco-
sensibles » ou GS) dans l’hypothalamus (Anand et al., 1964; Oomura et al., 1969), leur 
caractérisation s’est développée simultanément aux techniques, notamment grâce au patch 
clamp qui consiste en l’enregistrement direct de l’activité électrique d’une seule cellule. Les 
neurones GS peuvent être classés selon leur réponse à une variation de la concentration 
extracellulaire de glucose. Suivant les études, les « sauts » de glucose sont très variables. 
Dans l’équipe, nous nous sommes basés sur le classement suivant, avec des mesures 
effectuées dans le NA de souris : 1) les neurones gluco-excités (GE) et 2) gluco-inhibés (GI), 
dans la gamme de concentration de glucose de 0 à 5 mM et 3) les neurones gluco-excités 
HGE et 4) gluco-inhibés HGI, dans une gamme haute de concentration de glucose, de 5 à 20 
mM (Fioramonti et al., 2004)(Figure 18). Ces neurones sont respectivement excités ou 
inhibés par une augmentation de la concentration de glucose. Lors d’une diminution de la 
concentration en glucose, leur réponse est inversée. Par exemple,  un neurone GI sera inhibé 






Figure 18 : Représentation schématique de l’activation électrique des quatre sous types 







Les neurones sensibles au glucose ont été localisés dans les noyaux VMH, NA, DMN, 
PVN, le noyau suprachiasmatique et le LH. Si on regarde leurs proportions, les neurones GE 
du VMH représentent 15 à 30 % de la population neuronale totale (Song et al., 2001). Dans 
le DMN et le LH, ce sont des neurones GI qui sont majoritairement présents (30-40 % de la 
population totale). Dans le NA, 20 à 25% des neurones étudiés sont GE, 19% HGE et 7% HGI. 
Par ailleurs, il existe une régionalisation de ces types neuronaux, avec une majorité de GE 
dans le NA latéral et une majorité de GI dans le NA médian (Fioramonti et al., 2004; Wang et 
al., 2004). 
De manière intéressante, certains neurones GS du NA et du LH sont également 
sensibles au lactate (Yang et al., 1999, 2004; Song and Routh, 2005; Venner et al., 2011). 
Dans ces études, le lactate a un effet inhibiteur sur la réponse des neurones GI : lors d’une 
augmentation de la concentration en glucose, la présence de lactate limite 
l’hyperpolarisation des neurones GI normalement présente avec le glucose seul. Le lactate 
est donc également détecté comme une ressource énergétique par les neurones GS. In vivo, 
la perfusion de lactate dans le VMH est suffisante pour empêcher la mise en place des 
réponses de la contre-régulation lors d’une hypoglycémie (Borg et al., 2003). Pendant un 
clamp hypoglycémique, la libération de glucagon et d’adrénaline est fortement diminuée, 
résultat également obtenu suite à la perfusion de glucose (Borg et al., 2003).  
 Actuellement, il n’a hélas pas encore été découvert de marqueurs moléculaires 
communs à ces différentes populations de neurones sensibles au glucose, ce qui rend leur 
étude difficile et parcellaire. 
 
b) Phénotypes neuronaux des neurones gluco-sensibles 
L’utilisation de souris modifiées génétiquement pour exprimer la GFP (Green 
Fluorescent Protein) dans des neurones particuliers a grandement contribué à la 
caractérisation du phénotype d’une partie des neurones GS. 
Dans le NA, les réponses de type GI (neurone excité par une diminution de glucose de 
5 à 0 mM, cas d’hypoglycémie) sont systématiquement enregistrées sur des neurones NPY 
(Muroya et al., 1999; Fioramonti et al., 2007; Mountjoy et al., 2007). Cela est cohérent avec le 
fait que l’hypoglycémie stimule la PA et l’expression de NPY. En revanche, seulement un 
tiers des neurones NPY étudiés sont sensibles au glucose. Les études sont controversées 
quant à la sensibilité au glucose des neurones POMC. Certaines rapportent l’absence 
d’activation électrique en réponse au glucose dans les neurones POMC (Fioramonti et al., 
2007), alors que d’autres décrivent une augmentation de l’activité électrique d’environ 50% 
des neurones POMC après un saut de glucose de 3 à 5mM. Cette réponse met en jeu le canal 
KATP et une libération dose-dépendants d’α-MSH en fonction de la concentration de glucose 






différentes lignées de souris GFP, ce qui pourraient être à l’origine des différences de 
réponses observées. 
Les neurones du VMH sensibles au glucose n’ont pas de phénotype neuropeptidique 
identifié, mais les populations neuronales de ce noyau semblent impliqués dans les réponses 
à l’hypoglycémie (Song et al., 2001; Fioramonti et al., 2010). Quelques pistes portent à croire 
que les neurones SF1 du VMH, qui sont glutamatergiques, pourraient être GI et 
participeraient à la mise en place des réponses de contre-régulation (Tong et al., 2007).  
Au niveau du LH, les neurones à orexines présentent quelques particularités quant à 
leur réponse au glucose. Les neurones à orexines ont des réponses de type GI. Bien qu’ils 
semblent globalement plus impliqués dans des réponses à l’hypoglycémie (Moriguchi et al., 
1999; Cai et al., 2001), il a récemment été démontré qu’ils présentaient une réponse 
adaptative aux variations de concentrations de glucose, en ajustant leur potentiel 
membranaire de repos aux niveaux de glucose (Williams et al., 2008). De plus, l’activation 
des neurones à orexines serait indépendante de la métabolisation du glucose (Gonzàlez et 
al., 2009; Karnani and Burdakov, 2011). Les neurones MCH, quant à eux, sont 
majoritairement GE (Burdakov et al., 2005; Kong et al., 2010). D’un point de vue finaliste, il 
n’est pas surprenant que les neurones à MCH et à orexines soient inversement stimulés par 
le glucose, car ils modulent l’état d’éveil (favorable à la recherche de nourriture) de manière 
antagoniste : en effet, l’activation des neurones à MCH favorise le sommeil, alors que celle 
des neurones à orexines favorise l’activité motrice (Karnani and Burdakov, 2011). 
 
3. La transmission du signal 
Parallèlement à la détermination du phénotype des neurones GS, de nombreuses 
équipes s’attachent à déterminer quelles sont les voies de signalisation qui sont impliquées 
lors de la détection du glucose. Ainsi, un certain nombre d’analogies avec la cellule β du 
pancréas a pu être mis en évidence, en particulier pour les neurones GE (Yang et al., 1999; 
Schuit et al., 2001). Le mécanisme de la détection du glucose au niveau hypothalamique 
ferait ainsi intervenir le couple GLUT2/Glucokinase et le canal KATP. Des données récentes 
montrent également le rôle de l’AMPK et des espèces actives de l’oxygène d’origine 
mitochondriales (mEAOs)(Leloup et al., 2006; Claret et al., 2007; Colombani et al., 2009). 
L’ensemble de ces signalisations passe par une métabolisation du glucose et implique la 
production de signaux par la mitochondrie. L’équipe de Denis Burdakov a mis en évidence, 
dans le LH, une détection du glucose indépendante de la métabolisation de celui-ci (González 








a) Analogies avec la cellule β pancréatique 
La cellule β pancréatique est la cellule « modèle » quant à la détection du glucose. 
Beaucoup d’études ont cherché à déterminer si les acteurs clés de la signalisation β 
pancréatique lors d’une hyperglycémie étaient également présents au niveau 
hypothalamique. Ainsi, une analogie entre neurones GE et cellules β pancréatiques a pu être 
établie en termes de mécanismes moléculaires impliqués dans la réponse au glucose (Yang 
et al., 1999). Rappelons que cette détection au niveau de la cellule β fait intervenir 
successivement le couple GLUT2/glucokinase et le canal KATP (cf. p. 42-43). 
GLUT2 
Notre équipe a montré pour la première fois que GLUT2 est présent dans des régions 
cérébrales renfermant des neurones sensibles au glucose, en particulier le NA (Leloup et al., 
1994; Arluison et al., 2004a, 2004b). Ce transporteur est nécessaire à la détection d’une 
hyperglycémie cérébrale par le NA pour l’activation de l’axe hypothalamo-pancréatique, qui 
conduit à une sécrétion d’insuline (Leloup et al., 1998). L’injection d’antisens GLUT2 dans le 
NA supprime la sécrétion d’insuline induite par une hyperglycémie uniquement cérébrale 
(voie intracarotidienne, sans modification de la glycémie périphérique) (Figure 19). De la 
même manière, la perte de l’expression de GLUT2 empêche l’expression normale des 
neuropeptides NPY et POMC suite à un jeûne ou à une réalimentation (Bady et al., 2006). De 
manière intéressante, GLUT2 n’est pas retrouvé qu’au niveau des neurones mais aussi dans 
différents types cellulaires : préférentiellement dans les astrocytes, mais aussi dans les 
épendymocytes et les tanycytes (Leloup et al., 1994; Ngarmukos et al., 2001; Arluison et al., 




Figure 19: Sécrétion d’insuline, in vivo, 
en réponse à un bolus carotidien de 
glucose, vers le cerveau 
Les rats ayant reçus des antisens contre 
GLUT2 dans le NA ne présentent plus 
l’augmentation de sécrétion d’insuline 
(n=4) normalement retrouvée chez les 
rats contrôles ou ayant reçu une séquence 
missens (control, n=6 ; missense, n=4). 
D’après Leloup et al., 1998  
 
Le rôle de GLUT2 astrocytaire a également été mis en avant dans la détection de 
l’hypoglycémie. La réexpression de GLUT2 uniquement au niveau glial (cellules GFAP 
positives), chez des souris invalidées pour ce transporteur permet en effet de restaurer 






2005). L’ensemble de ces résultats montre d’une part que GLUT2 est, comme dans la cellule 
β, impliqué dans la détection du glucose et d’autre part, suggèrent l’importante participation 
des astrocytes dans la détection cérébrale du glucose. 
La glucokinase 
L’expression de la glucokinase (GK), qui participe à l’étape-clé de la glycolyse par la 
phosphorylation du glucose, a été mise en évidence au niveau de l’hypothalamus et plus 
particulièrement au niveau du VMH et du NA (Jetton et al., 1994; Lynch et al., 2000; Dunn-
Meynell et al., 2002). Comme pour GLUT2, la GK est retrouvée dans différents types 
cellulaires : les neurones, les astrocytes, les épendymocytes et les tanycytes. Elle est 
exprimée dans 64% des neurones GE in vitro et dans 43% des GI du VMH. Elle est présente 
dans 75% des neurones NPY du NA (Lynch et al., 2000).  
Le canal KATP 
Les analogies faites avec les mécanismes opérant dans la cellule β ont permis 
d’identifier également l’implication du canal KATP-dépendant dans le mécanisme de détection 
du glucose au niveau hypothalamique. L’activité de ce canal est modulée par la fixation de 
ligands tels que l’ATP (pour le fermer) ou l’ADP (quand il est ouvert), le PI4,5P2 
(Phosphatidylinositol-4,5-biphosphate), les sulfonylurées et des lipides tels que l’oléoyl-CoA 
par exemple (Nichols, 2006).  
L’implication de ce canal dans la réponse des neurones GE a été démontrée (Dunn-
Meynell et al., 1998; Lee et al., 1999; Miki et al., 2001; Ibrahim, 2003; Kong et al., 2010). La 
leptine et l’insuline sont également capables d’inhiber des neurones du NA via l’ouverture 
de ce canal (Spanswick et al., 1997, 2000; van den Top et al., 2004). Cette ouverture est 
induite par sa phosphorylation par la PI3K, enzyme commune aux voies de transduction de 
ces deux hormones (Benoit et al., 2004; Marino et al., 2011).  
 
On note également l’émergence dans le NA d’un autre mécanisme de transduction 
qui serait indépendant du canal KATP. Les neurones HGE du noyau arqué voient leur activité 
augmenter lorsque la concentration en glucose passe de 5 à 20 mM via un mécanisme 
indépendant du canal KATP. En effet, les canaux KATP sont déjà clos à des concentrations de 5 
mM. Un autre mécanisme, non identifié, opérerait dans ces intervalles de concentration et 
mettrait en jeu une conductance cationique non sélective (Fioramonti et al., 2004, 2007). 
Nous venons de voir que la signalisation induite par le glucose impliquait la 
production d’ATP par la mitochondrie. Nous allons voir que la mitochondrie est un véritable 







b) Les mEAOs 
Une autre voie de signalisation, mettant également en jeu la mitochondrie, a été 
décrite (Horvath et al., 2009; Leloup et al., 2011). Lors de la métabolisation du glucose, les 
équivalents réduits formés (NADH2 et FADH2) sont oxydés dans la chaîne respiratoire. 
L’afflux d’électrons génère des espèces radicalaires particulières : les espèces actives de 
l’oxygène d’origine mitochondriale (mEAOs), représentés par l’anion superoxyde O2- et le 



















Figure 20 : Schéma illustrant les évènements mitochondriaux conduisant à la production de 
mEAOs  
Des équivalents réduits sont produits (NADH et FADH2) suite à la métabolisation des 
nutriments. Ils sont oxydés par les complexes de la chaîne respiratoire (complexe I à IV), ce qui 
permet la production d’un gradient d’électrons entre l’espace intermembranaire et la matrice 
mitochondriale. La dissipation de ce gradient par le complexe V permet la synthèse d’ATP à 
partir d’ADP. Les protéines découplantes (UCPs) dissipent également ce gradient et diminue la 
synthèse d’ATP. Lorsque la quantité d’équivalents augmente, le transfert d’électrons s’accélère, 
et certains peuvent alors se lier à une molécule d’oxygène, ce qui conduit à la production de 
l’anion superoxyde (O2-). Celui-ci est transformé en H2O2, qui constitue la molécule « signal » des 
mEAOs. D’après Leloup et al., 2011 
Les mEOAs sont produits de manière physiologique suite à la métabolisation du 
glucose et des acyl-CoA. Ils seraient donc un signal « d’abondance » énergétique. Notre 
équipe a montré que cette production de mEAOs est indispensable pour la détection du 
glucose (Leloup et al., 2006) et que le glucose déclenche la fission des mitochondries, 






cellulaire(s) reliant l’augmentation d’activité électrique enregistrée dans le NA à cette 
signalisation mEAOs en réponse au glucose n’est pas identifié. 
 
c) L’AMPK 
L’AMPK (AMP activated protein kinase) est décrite comme une jauge intracellulaire 
du statut énergétique de l’organisme (Belgardt et al., 2009; Stark et al., 2012). C’est une 
enzyme ubiquitaire constituée de trois sous-unités dont l’activité dépend de l’état 
énergétique de la cellule. Ainsi, son activité est augmentée en condition de déficit 
énergétique (jeûne, hypoglycémie) (McCrimmon et al., 2004). Pour limiter les dépenses 
d’énergie, l’AMPK inhibe les voies métaboliques cataboliques, telles que la β-oxydation (via 
l’inhibition de CPT1) et active les voies productrices d’énergie (Hardie and Carling, 1997). A 
l’inverse, l’activation de l’AMPK diminue après une PA (Minokoshi et al., 2004).  
L’activité de l’AMPK  est modulée par l’insuline, la leptine et le glucose, ce qui conduit 
à la modification de l’expression et la libération des neuropeptides NPY/AgRP et POMC, 
conduisant à la production hépatique de glucose, à la régulation de la PA et in fine du poids 
corporel (Minokoshi et al., 2004; Claret et al., 2007; Mountjoy et al., 2007; Cha et al., 2008; 
Yang et al., 2010; Kohno et al., 2011). 
Comme mentionné plus tôt, l’AMPK module le métabolisme des acyl-CoA en inhibant 
l’ACC, ce qui empêche la production de malonyl-CoA, et induit une augmentation de la PA. 
C’est donc une signalisation au carrefour de la détection du glucose et des AGL (Kim et al., 
2004; He et al., 2006; Pocai et al., 2006)(voir Figure 12, p. 39). 
 
d) Détection indépendante du métabolisme 
Nous venons de voir différents acteurs de la détection hypothalamique du glucose. 
Toutes ces signalisations nécessitent la métabolisation du glucose par la mitochondrie, qui a 
un rôle de « détecteur » métabolique.  
Ces dernières années, l’équipe de Burdakov a mis en évidence que les neurones à 
orexines du LH présentent des caractéristiques particulières. D’une part, comme indiqué 
plus tôt, 70% des neurones à orexines présentent une réponse GI avec une 
hyperpolarisation transitoire suite à une augmentation de la concentration extracellulaire 
en glucose (Williams et al., 2008). D’autre part, leur réponse est indépendante de la 
métabolisation du glucose (Karnani and Burdakov, 2011). En effet, la perfusion de glucose 
directement dans la cellule n’induit pas de réponse inhibitrice, alors que la même cellule 
répond lorsque le glucose est appliqué à l’extérieur de la cellule (González et al., 2008). De 
plus, l’activité de ces neurones  persiste en présence d’inhibiteurs de la glucokinase 






des réponses par rapport au glucose seul (González et al., 2008), alors que la présence de 
métabolites alternatifs (pyruvate ou lactate) inhibe la réponse à une augmentation de 
concentration en glucose de 1 à 5 mM (Venner et al., 2011). Leur hypothèse est que les 
neurones à orexines se conduisent comme des détecteurs de glucose « conditionnels » qui 
répondent préférentiellement au glucose lorsque le statut énergétique est diminué (Venner 
et al., 2011). 
D’autres équipes ont également rapporté l’existence, in vitro, de neurones GE qui 
répondent à des analogues non métabolisables du glucose (O’Malley et al., 2006). Cette 
réponse passerait par les transporteurs SGLTs, qui induisent une dépolarisation de la cellule 
suite à l’entrée de Na+ qui accompagne le transport de glucose.  
Enfin, il faut savoir que le transporteur GLUT2 peut également agir comme récepteur, 
en engageant une signalisation intracellulaire indépendante du métabolisme du glucose 
(Stolarczyk et al., 2010). Les souris dont GLUT2 est tronqué en C-terminal (plus d’activité de 
récepteur, mais l’activité de transporteur est intacte) présentent une augmentation de leur 
PA, accompagnée d’une augmentation des ARNm des orexines et une diminution de TRH, ce 
qui va dans le même sens que les effets observés lors de la suralimentation (Stolarczyk et al., 
2010). Les voies de signalisation induites par la stimulation du « transcepteur » GLUT2 sont 
encore inconnues. 
 
4. Les cellules gliales et la détection du glucose 
Les cellules gliales, astrocytes et tanycytes, sont présentes à l’interface entre 
vaisseaux sanguins et neurones ou au niveau des ventricules. Leur rôle dans la transmission 
de « l’information glucose » aux neurones adjacents est donc non négligeable (Peruzzo et al., 
2000; Ciofi et al., 2009; Mullier et al., 2010). Astrocytes et tanycytes sont issus du même 
lignage et partagent des caractéristiques communes. Dans ce paragraphe, nous ne décrirons 
que les tanycytes, les astrocytes faisant l’objet du paragraphe suivant. 
De plus en plus d’études montrent l’implication des tanycytes dans la détection 
centrale du glucose. En effet, la destruction des tanycytes bordant le 3V est suffisante pour 
modifier la glycémie et la PA chez des rats (Sanders et al., 2004). Notons que les tanycytes en 
bordure du MBH expriment abondamment GLUT2 et la GK, des acteurs essentiels de la 
détection du glucose (García et al., 2003; Arluison et al., 2004a; Millán et al., 2010; 
Balmaceda-Aguilera et al., 2012). 
Il faut savoir qu’il existe quatre sous-types de tanycytes, en fonction de leur 
localisation et de leurs propriétés (Figure 21)(Mullier et al., 2010). Les tanycytes β1 et β2 
présentent une morphologie caractéristique, avec la présence de longs prolongements dans 
le MBH, ce qui sous-tend une interaction avec les neurones GS de cette région. De plus, de 






« perméables » au passage de molécules en provenance du LCR, que les autres cellules 
bordant le 3V (Mullier et al., 2010). 
Jusqu’à présent, plusieurs études ont rapportées une augmentation du Ca2+ 
intracellulaire des tanycytes en réponse au glucose, in vitro ou ex vivo. Les tanycytes sont 
activés via une signalisation purinergique, suite à la production d’ATP par la métabolisation 
du glucose (Dale, 2011; Frayling et al., 2011). Les tanycytes expriment également GLUT1 
(Peruzzo et al., 2000) et des transporteurs aux monocarboxylates (MCTs) qui exportent du 
lactate (Cortés-Campos et al., 2011). Nous verrons dans le prochain paragraphe qu’il a été 
montré que le lactate, outre sa fonction énergétique, est un acteur intermédiaire 










Figure 21 : Les tanycytes en bordure du 3V 
A gauche, coupe histologique d’hypothalamus de souris (en bleu, les noyaux ; en rouge, la 
vimentine, marqueur des tanycytes). Les tanycytes α1 et α2 sont localisés dans la partie dorsale 
du 3V, avec des prolongements restreints et ne permettent pas le passage de molécules du LCR 
au parenchyme hypothalamique. A l’inverse, l’absence de jonctions serrés (à droite, du bleu 
Evans injecté dans le 3V diffuse dans le MBH) et la présence de prolongements dans le MBH des 
tanycytes β1 laissent à penser qu’ils participent à la détection de variations de concentrations de 
métabolites dans le LCR. D’après Mullier et al., 2010. 
 
Le rôle émergeant des tanycytes en tant qu’acteurs de la détection du glucose 
soulève des questions sur l’interprétation des études réalisant des injections dans le 3V. En 
effet, les résultats obtenus s’orientent préférentiellement vers la participation des neurones 
uniquement en négligeant les tanycytes, qui sont pourtant les premières cellules en contact 
avec les métabolites/agents pharmacologiques depuis cette voie. L’étude du rôle spécifique 
des tanycytes in vivo reste cependant délicate, car ils présentent beaucoup de 






III. Les astrocytes, partenaires de la détection du glucose 
Les astrocytes ont longtemps été sous-estimés dans leurs fonctions, considérés 
comme des cellules de soutien des neurones sans fonction particulière. Pourtant, depuis 
quelques décennies, un nombre croissant d’étude démontrent l’implication des astrocytes 
dans le maintien de la physiologie nerveuse, mais aussi probablement dans l’origine de 
certaines pathologies (Allaman et al., 2011). Parmi les nombreuses fonctions qui leur ont été 
attribuées, on peut citer : l’homéostasie hydrique, ionique (pH) et du glutamate dans le SNC, 
la réparation tissulaire, la modulation de l’activité synaptique via la libération de « glio-
transmetteurs » ainsi que le remodelage des synapses et la participation aux défenses anti-
oxydantes. Dans un souci de priorité, ces aspects ne seront pas développés dans ce 
manuscrit.  
De par leur équipement  protéique et leur localisation, les astrocytes sont « en 
première ligne » pour capter les métabolites énergétiques nécessaires au fonctionnement 
neuronal. La spécificité du mécanisme de détection du glucose entre les compartiments 
sanguin/astrocytaire/neuronal comparativement à l’utilisation à des fins énergétiques du 
glucose n’est pas connue. Néanmoins, plusieurs études laissent à penser que les astrocytes 
sont des intermédiaires indispensables pour que cette détection se réalise correctement par 
les neurones GS.  
 
A. Les astrocytes : à l’interface entre sang circulant et 
neurones  
Dès 1893, Golgi et ses collaborateurs suggèrent que la glie pourrait être un 
intermédiaire pour l’apport énergétique vers les neurones. Elle occupe en effet une position 
stratégique entre la circulation sanguine (source d’O2 et de substrats énergétiques ainsi que 
pour l’élimination des déchets) et le parenchyme nerveux. En 1895, Lenhossek introduit le 
terme “astrocyte”, car ces cellules présentent de nombreux prolongements, les faisant 
ressembler à une étoile. En leur donnant un nom à part entière, il voulait souligner que les 
astrocytes sont aussi importants que les neurones. 
Les astrocytes représentent plus de la moitié de la population cellulaire cérébrale (en 
moyenne). Ils forment des cellules arborescentes qui présentent de nombreux 
prolongements. Certains sont fins et entourent les boutons synaptiques, formant ainsi la 
synapse tripartite, composée d’un neurone pré-synaptique, d’un postsynaptique et d’un 
astrocyte. D’autres prolongements spécialisés, plus larges, recouvrent les vaisseaux 
sanguins et constituent les pieds astrocytaires. En raison de leur grande hétérogénéité, il 
n’existe, hélas pour le moment, pas de marqueurs communs à tous les types d’astrocytes 







Au niveau morphologique, les astrocytes de primates sont plus complexes et plus 
divers que ceux des rongeurs (Oberheim et al., 2009) : les astrocytes humains sont en 
général plus large en diamètre et présentent plus de prolongements. Ces différences entre 
Homme et rongeurs sont peut-être à l’origine des réponses cérébrales plus complexes chez 
l’Homme. Les mieux décrits sont, dans la substance grise, les astrocytes protoplasmiques 
qui présentent de nombreux prolongements très fins et occupent un volume assez 
important. Organisés en micro-domaines (Bushong et al., 2002), chaque astrocyte 
protoplasmique limite les chevauchements de prolongements avec les astrocytes voisins 
(Figure 22). Dans la substance blanche, les astrocytes fibreux ont des prolongements plus 





Figure 22 : Les astrocytes protoplasmiques sont organisés en micro-domaines 
Coloration de deux astrocytes corticaux de rat (en rouge et en vert). Chaque domaine occupé par 
un astrocytes est délimité avec des tirets. Très peu de prolongements vont se superposer sur le 
domaine de l’astrocyte voisin (marqués en jaune). D’après Oberheim et al., 2009. 
 
Les astrocytes font partie de la barrière-hémato-encéphalique (BHE). Celle-ci a été 
décrite suite à la découverte de sa capacité à exclure des sondes injectées dans la circulation 
générale. De cette manière, la BHE limite le passage de certaines substances neuro-actives, 
pour assurer un environnement optimal pour la transmission synaptique (Pardridge, 1999). 
Seuls quelques composés lipophiles et des substrats pour lesquels il existe des 
transporteurs peuvent franchir cette barrière. En partant de la lumière du vaisseau, la BHE 
est composée de cellules endothéliales, qui forment entre elles des jonctions serrées, puis la 
lame basale (ou basal lamina) et enfin les pieds astrocytaires qui enserrent l’ensemble des 
capillaires encéphaliques (Simard et al., 2003; Abbott et al., 2006). Comme mentionné plus 
tôt, la BHE peut être plus perméable à certains endroits, notamment au niveau du NA, en 
raison de la désorganisation des jonctions serrées des cellules endothéliales (Ciofi, 2011). 
Pour permettre le passage du glucose dans le parenchyme nerveux, astrocytes et 
cellules endothéliales de la BHE expriment GLUT1. Il existe une différence de glycosylation 
entre les transporteurs retrouvés dans ces deux types cellulaires (45kDa dans les astrocytes 
et 55kDa dans les cellules endothéliales), mais leurs charactéristiques cinétiques restent 
identiques (Simpson et al., 2007). GLUT1 est exprimée sur les membranes luminales et 






parenchyme cérébral (Figure 23). Il est possible de suivre son passage dans les cellules 








Figure 23 : Le passage du glucose au niveau de la BHE 
Image de microscopie électronique montrant les trajets possibles pour l’apport de substrats de 
la circulation sanguine au cerveau. A gauche, on distingue la couche de cellules endothéliales, 
séparée des pieds astrocytaires par la lame basale. Les neurones sont également entourés par les 
prolongements astrocytaires. A droite, est représentée un schéma des chemins possibles pour la 
diffusion du glucose du sang jusqu’aux neurones. Après avoir traversé la lame basale, le glucose 
peut atteindre les pieds astrocytaires (Chemin 1). Le glucose peut être métabolisé en lactate 
et/ou être libéré directement dans le milieu interstitiel. Le glucose peut aussi diffuser dans le 
milieu interstitiel (Chemin 2), où il est accessible aux deux types cellulaires. D’après Simpson et 
al., 2007. 
 
B. Le couplage métabolique astrocyte-neurone 
Le cerveau représente 2% de la masse totale du corps mais recouvre 20 à 25% des 
besoins énergétiques. Bien que la demande énergétique soit forte, le cerveau ne contient que 
très peu de réserves. Il est donc hautement dépendant de l’approvisionnement énergétique 
fourni à partir du sang.  
Dans les années 80, alors que le fonctionnement cérébral était imaginé comme 
strictement aérobie, des expériences d’imagerie fonctionnelle cérébrale ont montré que 
l’augmentation de la consommation en glucose était disproportionnée par rapport à la 
consommation d’oxygène (Fox and Raichle, 1986; Fox et al., 1988). Ces résultats 
conduisirent la communauté scientifique à admettre que les besoins énergétiques cérébraux 
étaient, au moins en partie, assurés par un métabolisme glycolytique anaérobie. D’intenses 
recherches ont alors été effectuées afin de mettre en évidence les acteurs et mécanismes 
cellulaires qui permettraient de réconcilier la coexistence de ces deux types de métabolisme 






1. Spécialisation métabolique 
Alors que les neurones sont considérés comme les plus gros consommateurs 
d’énergie du cerveau, de manière surprenante, le glucose est utilisé préférentiellement par 
les astrocytes (Bouzier-Sore et al., 2006; Chuquet et al., 2010). Plusieurs études ont 
finalement mis en évidence une spécialisation métabolique entre neurones et astrocytes. Les 
astrocytes expriment effectivement en quantité très importante des enzymes glycolytiques 
par rapport aux neurones.  Les astrocytes expriment abondamment la 6-phosphofructo-2-
kinase/fructose-2,6-bisphosphatase-3 (Pfkfb3), qui produit du fructose-2,6-biphosphate, un 
activateur de l’enzyme glycolytique phospho-fructose-kinase 1 (PFK) (Herrero-Mendez et 
al., 2009). En revanche, la pyruvate deshydrogénase (PDH), enzyme permettant la synthèse 
d’acétyl CoA pour l’entrée dans le cycle de Krebs, est très peu active (Laughton et al., 2007). 
De plus, il manque aux astrocytes le transporteur mitochondrial aspartate/glutamate, qui 
permet le transport du NADH dans la mitochondrie pour sa régénération (Ramos et al., 
2003; Berkich et al., 2007). Afin de maintenir un niveau de glycolyse élevé, le NADH est 









Figure 24 : La métabolisation du glucose 
Dans l’astrocyte : le glucose entre dans la cellule par GLUT1 (ou 2, expression plus restreinte) 
et il est phosphorylé par une hexokinase (HK) pour produire du glucose-6-phosphate. Le 
glucose-6P peut être métabolisé par la voie de la glycolyse en donnant 2 molécules de pyruvate, 
de l’ATP et du NADH. Le pyruvate peut entrer dans la mitochondrie où il est métabolisé par le 
cycle de Krebs et la phosphorylation oxydative (Phos Ox), pour produire de l’ATP. Le pyruvate 
peut sinon être réduit en lactate par la lactate déshydrogénase (LDH5). Le lactate est alors libéré 
dans le milieu extracellulaire par des MCTs. D’un autre côté, le glucose-6P peut être stocké sous 
forme d’unité glycosyl en glycogène. 
 Dans le neurone : le glucose rentre dans la cellule par GLUT3, puis est métabolisé 
préférentiellement en pyruvate qui rentre dans la mitochondrie pour permettre la production 
d’ATP. Les neurones captent également de grande quantité de lactate, via MCT2, qui est 
transformé en pyruvate par la LDH1.  
L’équipement enzymatique de ces cellules leur confère un métabolisme plutôt glycolytique pour 







Par ailleurs, les neurones présentent un métabolisme très oxydatif. L’activité 
glycolytique est même délétère pour la survie neuronale  (Herrero-Mendez et al., 2009). Les 
neurones ont d’ailleurs une préférence pour l’utilisation du lactate, même en présence de 
glucose (Itoh et al., 2003; Bouzier-Sore et al., 2006; Ivanov et al., 2011). 
L’expression différentielle de ces acteurs de la métabolisation du glucose met en 
avant la « coopération métabolique » qui existe entre astrocytes et neurones (Figure 24).  
 
2. L’ANLS 
L’ensemble de ces données sont à mettre en relation avec la théorie de la navette du 
lactate entre astrocytes et neurones (Astrocyte Neuron Lactate Shuttle, ANLS), élaborée en 
1994 par Pellerin et Magistretti (Pellerin and Magistretti, 1994). Suite à de nombreux 
résultats obtenus in vitro, ex vivo, in silico et in vivo, cette hypothèse a été majoritairement 
acceptée par la communauté scientifique. L’ANLS repose sur l’idée que c’est le glutamate, 
libéré suite à une activation neuronale, qui déclenche l’apport d’énergie supplémentaire aux 
neurones par les astrocytes. En effet, l’activité glutamatergique neuronale est très 
consommatrice d’énergie : on estime qu’elle représente 80%  des dépenses énergétiques de 
la substance grise (Shulman et al., 2004).  
Initialement, le glutamate est capté par les astrocytes via ses transporteurs de haute 
affinité GLT et GLAST (respectivement EAAT2 et EAAT1 chez l’Homme), transport qui 
s’accompagne de l’entrée de Na+ dans la cellule. Afin de limiter cet afflux, la pompe Na+/K+ 
ATPase est activée, ce qui consomme de l’ATP. En raison de leur métabolisme 
essentiellement glycolytique, la synthèse de nouvelles molécules d’ATP est issue de la 
glycolyse. Ceci stimule la capture de glucose par les astrocytes pour alimenter la glycolyse. 
Le lactate alors produit par la glycolyse est libéré vers les neurones (Figure 25).  
Ce couplage est favorisé par l’expression de différentes isoformes de MCTs et de LDH 
(avec des propriétés cinétiques distinctes) par les deux populations cellulaires. Les 
astrocytes présentent les transporteurs MCT1 et 4 (Rafiki et al., 2003; Pierre and Pellerin, 
2005), dont la constante d’affinité pour le lactate est respectivement de 3,5 et 34mM. Ils 
expriment aussi une isoforme particulière de la LDH, la LDH-A (ou LDH5), retrouvés dans 
les tissus glycolytiques (Bittar et al., 1996; Laughton et al., 2007). Les neurones, quant à eux, 
expriment MCT2 (Km = 0,7mM) et l’isoforme LDH-B (ou LDH1), avec une plus haute affinité 
pour le pyruvate (Bittar et al., 1996; Bergersen et al., 2001; O’Brien et al., 2007; Chiry et al., 
2008). Ces profils d’expression favorisent donc la production et la libération de lactate par 
les astrocytes alors que les neurones sont de bien meilleurs candidats pour la capture et la 
consommation de ce lactate comme substrat énergétique (Figure 25). Ceci est en accord 
avec les études montrant la consommation préférentielle de glucose au niveau astrocytaire 







Figure 25 : Le couplage métabolique entre astrocytes et neurones, lors de l’activation 
neuronale 
La stimulation de neurones glutamatergiques active des récepteurs postsynaptiques AMPA et 
induisent un potentiel postsynaptique excitateur (PPSE) dans l’épine dendritique du neurone.  
La dépolarisation se propage de l’épine dentritique à la dendrite, où elle déclenche l’ouverture 
de canaux sodiques voltage-dépendants et l’activation de la pompe Na+/K+ ATPase, ce qui induit 
une augmentation de la demande énergétique (ATP).  En réponse, la phosphorylation 
oxydative est rapidement activée.  Le cycle de Krebs (TCA cycle) est approvisionné en lactate, 
capté par MCT2 du milieu extracellulaire.  En parallèle, le glutamate est capté par les 
astrocytes et active la pompe gliale Na+/K+ ATPase, pour limiter l’excitotoxicité. Le glutamate est 
converti en glutamine grâce à la glutamine synthase, exprimée spécifiquement par les 
astrocytes. La glutamine est ensuite exportée vers les neurones pour permettre la resynthèse de 
glutamate.   L’augmentation des besoins énergétiques induit une activation de la glycolyse 
dans le cytoplasme astrocytaire.  Pour permettre le maintien d’un flux glycolytique élevé, le 
NAD+ doit être reconverti par la conversion du pyruvate en lactate par la LDH. Le lactate est 
libéré dans l’espace intercellulaire, non seulement pour compléter le pool extracellulaire, mais 
aussi pour assurer la phase tardive de l’activation neuronale. In vivo, le glucose provient de la 
circulation sanguine, capté par les pieds astrocytaires ou libéré directement dans le milieu 
intersticiel. Modifié d’après Pellerin and Magistretti, 2004. 
AMPAR, récepteur de l’acide α-amino-3-hydroxy-5- methyl-4-isoxazole propionique ; GLU, glutamate; 
LAC, lactate; PYR, pyruvate; TCA, acide tricarboxylique.  
 
Le glutamate a divers effets à la fois sur les neurones et les astrocytes. Dans les 
astrocytes, il augmente le transport de glucose, in vitro, par une signalisation qui nécessite 
une augmentation de la concentration intracellulaire de Na+ et de Ca2+ (Loaiza et al., 2003; 
Porras et al., 2008). En parallèle, le glutamate inhibe le transport du glucose dans les 
neurones (Porras et al., 2004). De plus, suite à la capture de glutamate, les astrocytes 
libèrent de l’acide ascorbique qui va diminuer l’activité de GLUT3 neuronal, sans avoir 






l’activité des MCTs, et en particulier MCT2 neuronal (Castro et al., 2008). Ce neuromédiateur 
redirige donc le glucose des neurones aux astrocytes, et accroît la capture de lactate par les 
neurones. 
 Dans le cadre de la fourniture énergétique, il est important de noter que les 
astrocytes sont également capables de stocker du glycogène, dont le turn-over est très 
rapide (Figure 24). Dans les années 80, il a été démontré qu’un nombre réduit de 
neuropeptides induisaient la glycogénolyse : la noradrénaline, le peptide intestinal vaso-
actif (VIP) et l’adénosine par exemple (Magistretti et al., 1981). La libération de lactate issu 
de la dégradation du glycogène se met en place lorsque l’activation neuronale perdure, ou 
dans des conditions de carence en glucose (Pellerin et al., 2007). Ainsi, pendant une 
privation en glucose, le lactate issu du glycogène module la fonction axonale et la survie 
dans la substance blanche et le nerf optique de souris (Wender et al., 2000; Tekkök et al., 
2005; Walls et al., 2008). En absence de glucose, l’activité neuronale est maintenue jusqu’à 
ce que les niveaux glycogéniques chutent. De plus, le maintien de l’activité est perdu lorsque 
des inhibiteurs ou des molécules compétitrices des MCTs sont ajoutés dans le milieu ou 
lorsque la glycogénolyse est inhibée, ce qui démontre que le lactate issu du glycogène 
astrocytaire permet l’activité neuronale en l’absence de glucose (Wender et al., 2000; 
Tekkök et al., 2005; Walls et al., 2008). 
 
Bien que la plupart des résultats en faveur de l’ANLS ait été obtenue in vitro, ex vivo 
(sur des tranches de cerveaux par exemple) ou in silico (modélisation mathématique), 
certaines études récentes, réalisées in vivo, soutiennent aussi le rôle capital de la fourniture 
en lactate par les astrocytes dans le maintien de l’activité neuronale. Grâce à l’utilisation du 
6-NBDG in vivo, Chuquet et collaborateurs démontrent que lors d’une stimulation des 
vibrisses, la capture de glucose est augmentée uniquement dans les astrocytes du cortex 
somatosensoriel (Chuquet et al., 2010). C’est en 2011 que la première démonstration 
physiologique de l’ANLS in vivo est apportée (Newman et al., 2011; Suzuki et al., 2011). Dans 
le cadre de la formation de la mémoire à long terme, lorsque l’ANLS est bloquée par 
l’utilisation d’inhibiteurs de la glycogénolyse astrocytaire ou de MCT2, les rats ne sont plus 
en mesure d’apprendre une tâche de repérage dans l’espace (Newman et al., 2011; Suzuki et 
al., 2011).  
Pour ce qui est de la détection hypothalamique du glucose, l’équipe de Rossetti a 
ainsi élégamment démontré en 2005, in vivo, que l’étape astrocytaire de métabolisation du 
glucose en lactate est particulièrement importante dans la détection hypothalamique du 
glucose (Lam et al., 2005a). Ainsi, une injection de lactate au niveau hypothalamique a les 
mêmes effets qu’une injection de glucose sur l’inhibition de la production hépatique de 
glucose. L’inhibition hypothalamique de la LDH par l’oxamate (OXA) bloque les effets du 






de la PDH par le dichloroacétate (DCA) reproduit les effets du glucose et du lactate (Lam et 
al., 2005a). Ceci montre que la conversion du lactate dans l’astrocyte est une étape 
indispensable à la détection hypothalamique du glucose.  
 
Figure 26 : Représentation schématique de la 
modulation du couplage métabolique entre 
astrocytes et neurones 
Le glucose entre dans les astrocytes où il est 
métabolisé en pyruvate par la glycolyse. Le 
pyruvate est préférentiellement converti en 
lactate (L-LACT) par la LDH (LDH-A ou 5 dans 
les astrocytes) et peut être capté par les 
neurones pour produire du pyruvate grâce à la 
LDH-B ou 1. Puis le pyruvate est converti en 
acétyl-CoA par la PDH. L’oxamate (OXA) est un 
inhibiteur compétitif de la LDH. Le 
dichloroacétate (DCA) est un activateur de la 
PDH. D’après Lam et al., 2005a. 
 
 
Il a également été montré que le lactate circulant est directement détecté au niveau 
hypothalamique et régule la synthèse de neuropeptides orexigènes et anorexigènes ainsi 
que la PA et la production hépatique de glucose (Lam et al., 2008; Cha and Lane, 2009; 
Kokorovic et al., 2009). 
 
3. Le couplage neuro-vasculaire 
Il existe un couplage spatio-temporel entre l’activité neuronale et l’augmentation du 
flux sanguin cérébral. Les astrocytes ont longtemps été soupçonnés de participer à la 
régulation du flux sanguin cérébral et de permettre l’apport d’énergie, du fait de la présence 
de leurs pieds astrocytaires entourant les vaisseaux sanguins. 
L’activité neuronale déclenche une augmentation de la concentration intracellulaire 
en Ca2+ dans les astrocytes, via la recapture de glutamate par les mGluR (Figure 22). 
L’augmentation de Ca2+ induit l’activation de la phospholipase A2 (PLA2) qui produit de 
l’acide arachidonique (AA) à partir des lipides plasmatiques. L’AA peut être converti en 
prostaglandines (PGE2) ou en acides epoxyeicosatetranoïques (EETs), qui produit une 
vasodilatation des artérioles (Zonta et al., 2003; Metea and Newman, 2006; Takano et al., 
2006) (Figure 27). En parallèle, l’AA peut aussi diffuser vers les cellules musculaires lisses 
de la paroi des artérioles et induire une vasoconstriction (Mulligan and MacVicar, 2004). Ces 






celui-ci est bas suite à l’activation neuronale, les astrocytes libèrent également du lactate et 
de l’adénosine, qui freinent respectivement la recapture des PGE2 et l’action de l’AA sur les 
cellules musculaires lisses, ce qui favorise finalement la vasodilatation (Gordon et al., 2008) 
(Figure 27). Les astrocytes sont connus pour limiter l’excitotoxicité en capturant 
neurotransmetteurs et potassium de la fente synaptique. Il a également été montré que 
l’augmentation de [K+] extracellulaire à proximité des artérioles favorise leur vasodilatation 






Figure 27 : Représentation schématique des voies principales par lesquelles les astrocytes 
régulent le flux sanguin cérébral 
 
Suite à une activation, certains neurones produisent de l’oxyde nitrique (NO) par la 
nNOS. Le NO diffuse librement à travers les membranes et atteint les pieds astrocytaires qui 
recouvrent les vaisseaux sanguins. Le NO peut moduler la production astrocytaire de 
peptides vasoactifs, ou agir directement sur les cellules musculaires lisses, en activant la 
synthèse de cGMP par la guanylate cyclase. Le NO a alors un effet vasodilatateur. 
 
 Dans le modèle de l’ANLS, les interactions entre neurones et astrocytes sont souvent 
réduites à l’échelle de la synapse tripartite, où l’astrocyte est représenté seul. Or, les 
astrocytes ne sont pas tous à proximité d’un capillaire sanguin pour capter du glucose. Ces 
cellules sont organisées en de véritables réseaux coordonnés, interconnectées par des 
jonctions communicantes (gap junctions en anglais, GJ). Comment circule le glucose au sein 








C. Les réseaux astrocytaires  
Avec le développement des organismes pluricellulaires, de multiples voies de 
communication se sont mis en place pour permettre à des cellules distantes d’interagir. La 
communication intercellulaire permet à deux cellules proches de se connecter et de se 
coordonner entre elles au sein d’un tissu donné. Avec le développement de la microscopie 
électronique dans les années 50, les premières études sur la communication intercellulaire 
ont été réalisées. Grâce à ces techniques d’imagerie, on a découvert que les astrocytes 
semblaient reliés entre eux et formaient un syncitium. Cette notion ne reflète pas la 
complexité de l’organisation des astrocytes, où beaucoup de régulations sont effectivement 
en place. En effet, des expériences récentes montrent qu’ils forment des réseaux, dans 
lesquels la diffusion de molécules est finement régulée, grâce aux jonctions communicantes 
formées de connexines.  
1. Les jonctions communicantes : généralités 
a) Nomenclature et topologie des connexines 
L’appellation de « jonctions communicantes » ou gap-junctions en anglais (GJ) trouve 
son origine dans le travail de Revel et Karnosvsky 1967 (Revel and Karnovsky, 1967). Les GJ 
sont formées de l’apposition de deux membranes plasmiques, séparées par une mince fente 
de 2 à 3 nm de large, avec présence de structures pentalaminaires caractéristiques des GJ 
(Figure 28). Par des études en microscopie électronique et de cryofracture, le cœur opaque 
observé s’est révélé être un pore : des centaines à plusieurs milliers de canaux 
intercellulaires forme ainsi des plaques « jonctionnelles » où la concentration de GJ peut 








Figure 28 : Image en microscopie électronique de jonction communicante 







Chaque cellule contribue à la formation d’une GJ par la juxtaposition d’un connexon 
ou hemi-canal, avec son homologue de la cellule voisine (Figure 29). La GJ est maintenue 
grâce à des interactions hydrophobes (Musil and Goodenough, 1991). Le connexon présente 
un pore aqueux de 1,5 à 2 nm de diamètre. Chaque connexon est formé de 6 sous-unités 
protéiques transmembranaires qu’on appelle connexines (Cx). Jusqu’à présent, 20 gènes 
codant pour des Cxs ont été décrits chez la souris (21 chez l’Homme), situés pour la plupart 









Figure 29 : Représentation schématique d’une jonction communicante 
Chaque cellule présente des connexons qui se font face pour former la GJ. Un connexon est formé 
de six sous-unités protéiques, les connexines. Les six connexines peuvent changer de 
configuration pour ouvrir ou fermer le connexon. La fermeture du canal est obtenue lorsque les 
sous-unités de Cx pivotent les unes contre les autres, dans le sens des aiguilles d’une montre. 
D’après Söhl et al., 2004. 
Les Cxs présentent la même topologie : elles sont formées de 4 domaines 
transmembranaires (TM), reliés par 2 boucles extracellulaires et une boucle intracellulaire. 
Les extrémités C- et N-terminales sont donc cytoplasmiques. Les domaines TM et les boucles 
extracellulaires sont très conservées entre les Cxs. En effet, ils permettent respectivement la 
formation du pore et l’appariement entre deux connexons. La formation de la GJ repose sur 
l’interaction non covalente entre 3 résidus cystéine, situés sur chaque boucle extracellulaire, 
qui forment des ponts-disulfures (Sosinsky and Nicholson, 2005)(Figure 30). Le domaine C-
ter et la boucle cytoplasmique sont les parties les plus variables, ils forment des sites 
d’interaction avec des protéines cytoplamiques qui modulent les propriétés d’ouverture et 
de fermeture du canal (Sosinsky and Nicholson, 2005). Les connexons peuvent être formés 
de connexines de même nature (homomérique) ou non (hétéromérique), et peuvent faire 
face à des connexons identiques ou non, formant respectivement des GJ homotypique ou 









Figure 30 : Représentation schématique d’une connexine et configuration du connexon 
D’après Söhl et al., 2004 et Evans and Martin, 2002 
Il existe plusieurs nomenclatures pour décrire les Cxs. La plus connue est celle 
établie par Beyer en 1987, qui repose sur le poids moléculaire des Cxs. Ainsi, la connexine 
ayant un poids moléculaire de 43kDa est baptisée Cx43.  
 
b) Synthèse et dégradation 
Les Cxs sont synthétisées et dégradées en continu, ce qui est peu commun pour des 
protéines membranaires. Leur demi-vie est donc très courte : pour la Cx43, elle est comprise 
entre 1,5 et 4h in vitro et in vivo (Solan and Lampe, 2009). Ce mécanisme permet des 
adaptations rapides des tissus aux conditions environnementales. Les Cxs sont synthétisées 
par la voie classique, via des vésicules de sécrétion. Les connexons assemblés dans le 
cytoplasme restent fermés jusqu’à leur arrivée à la membrane où ils sont transportés le long 
de microtubules. Une fois insérés dans la membrane plasmique, les connexons sont libres. 
Quand deux cellules rentrent en contact, en quelques minutes, il y a formation de GJ (Figure 
31).  
Les GJ nouvellement formées sont sur les extrémités des plaques jonctionnelles, alors 
qu’au centre, les GJ sont destinés à être internalisées et dégradées (Gaietta et al., 2002). La 
disparition des GJ ne correspond pas à la dissociation des connexons, mais à l’internalisation 
















Figure 31 : Cycle de vie de la connexine 43 
A| La Cx43 est une protéine membranaire intégrale qui s’oligomérise en hexamère pour former 
un connexon. B| La Cx43 est insérée dans le réticulum endoplasmique où elle correctement 
repliée (sinon elle sort du RE pour être dégradée). Dans l’appareil de Golgi, elle est oligomérisée. 
Après avoir été transportés par les microtubules jusqu’à la membrane plasmique, les connexons 
peuvent s’apparier avec d’autres connexons présents sur des cellules voisines pour former des 
GJ, et s’agglomérer pour former une plaque jonctionnelle. Les connexons peuvent également 
rester non appariés et former des hémicanaux, qui échangent des petites molécules avec le 
milieu extracellulaire. Après quelques heures, les GJ sont internalisées en jonctions annulaires 
avant d’être dégradées dans des lysosomes. D’après Naus and Laird, 2010 
 
c) Autres canaux 
Pendant longtemps, les connexons dispersés dans des zones non-jonctionnelles 
étaient considérés comme fermés pour éviter la mort cellulaire par dispersion du gradient 
ionique. Mais il a été mis en évidence qu’ils pouvaient être ouverts dans quelques cellules et 
être modulés par divers facteurs (Sáez et al., 2010). 
Il existe d’autres protéines présentant des caractéristiques très proches de celles des 
Cxs : les pannexines, qui sont retrouvées chez les Vertébrés et les Invertébrés. Malgré une 
topologie voisine de celle des Cxs, elles ne forment que des hémi-canaux (Scemes et al., 
2009). Elles sont très exprimées dans le SNC en développement. Chez les invertébrés, on 
trouve aussi des innexines, l’équivalent des pannexines (Scemes et al., 2009).  
L’ouverture des hémi-canaux (HCx) laissait supposer de graves conséquences pour 






physiologiques (Sáez et al., 2010). Ainsi, la libération de glutamate et d’ATP par ces canaux a 
été montrée (Stout et al., 2002; Ye et al., 2003) mais aussi du GSH par les HCx de Cx43 (Rana 
and Dringen, 2007). Les HCx peuvent être ouverts par la présence de radicaux libres lors de 
l’ischémie (Retamal et al., 2006). 
 
2. Distribution, fonctions et régulations 
a) Distribution des connexines 
Toutes les cellules de l’organisme expriment des GJ à l’exception des cellules 
musculaires striées matures, des spermatozoïdes et des cellules circulantes du sang. Une Cx 
peut être exprimée dans différents tissus et un tissu peut exprimer plusieurs Cxs. La Cx43 
est la plus ubiquitaire, elle est présente dans 35 types cellulaires différents (Laird, 2006). 
Au niveau du SNC, les astrocytes expriment principalement la Cx43 et la Cx30 (Nagy 
et al., 1999). Certains astrocytes de la pie-mère et les épendymocytes présentent également 
la Cx26 (Mercier and Hatton, 2001; Nagy et al., 2004). La Cx30 et la Cx43 ne peuvent pas 
former de GJ ensemble dans les astrocytes : elles ne forment que des jonctions 
homomériques et homotypiques entre les astrocytes (Orthmann-Murphy et al., 2007). Les 
oligodendrocytes présentent les Cx29, Cx32 et Cx47, avec différentes localisations sub-
cellulaires (Nagy et al., 2004). Ils peuvent former des jonctions hétérotypiques (Cx47/Cx43 
et Cx32/Cx30) avec les astrocytes (Orthmann-Murphy et al., 2007). Les neurones expriment 
principalement la Cx36, la Cx45 et la Cx57. Les GJ neuronales permettent la formation de 
synapses électriques, mais sont plutôt faiblement exprimées par rapport aux Cx 
astrocytaires (Söhl et al., 2005a).  
 
b) Propriétés – régulations dans le SNC 
Bien que les GJ soient considérées comme peu sélectives par rapport à d’autres 
canaux, leur perméabilité est très contrôlée. La première barrière au passage de molécules 
ou d’ions est la taille du pore 10 à 15 nm de long et 1,5 à 2 nm de diamètre,  qui ne permet 
pas le passage des molécules de plus de 1-1,5 kDa. Cependant, toutes les molécules 
inférieures à ce poids ne circulent pas librement entre deux astrocytes couplés. La sélectivité 
de passage dépend de la constitution en Cx du canal et de l’environnement moléculaire et 
ionique de la plaque (Harris, 2007). Le passage de molécules données dépend aussi de la 
probabilité d’ouverture des Cxs et du nombre de plaques jonctionnelles. 
Les GJ sont modulés par le potentiel trans-jonctionnel (Vj), c'est-à-dire la différence 
entre les potentiels internes des deux cellules interconnectées. Pour la plupart des 






deux cellules est nulle (Vj=0) et elle décline progressivement avec l’augmentation de Vj. De 
plus, les GJ sont sensibles au potentiel de membrane (Vm) (González et al., 2007). Lors d’une 
dépolarisation membranaire, la communication par les GJ (GJC) est augmentée et lors d’une 
hyperpolarisation, elle est réduite (De Pina-Benabou et al., 2001).  
Plusieurs molécules peuvent moduler l’ouverture/la fermeture des GJ : des ions 
(Ca2+, K+, H+), des modifications post-traductionnelles (phosphorylations), des seconds 
messagers (H202), des neurotransmetteurs (glutamate) et des molécules chimiques 
endogènes (endothelines). 
La conductance des GJ est très sensible au pH intracellulaire, mais quasi-insensible 
au pH extracellulaire. L’acidification cytoplasmique limite la GJC, et l’alcalinisation 
l’augmente (Peracchia, 2004). L’effet du pH intracellulaire sur la conductance jonctionnelle 
varie beaucoup d’une Cx à l’autre. Il faut savoir que le passage de lactate par les MCTs 
s’accompagne du passage d’un ion H+, ce qui favorise l’alcalinisation des astrocytes et 
l’acidification des neurones. On peut donc suggérer que l’alcalinisation induite par la sortie 
du lactate induit une augmentation de la GJC. La conductance des GJ est également réduite 
quand la concentration intracellulaire en Ca2+ augmente. Cet effet passe notamment par 
l’activation de la voie des calmoduline kinases (Cam kinases) (Peracchia, 2004). 
L’augmentation de concentration extracellulaire en K+ dépolarise les astrocytes et augmente 
la perméabilité des GJ, en passant également par la voie des Cam kinases (De Pina-Benabou 
et al., 2001). 
Nous avons vu que les espèces actives de l’oxygène (mEAOs) peuvent être à l’origine 
d’une signalisation intracellulaire lors de la détection hypothalamique du glucose, lorsqu’ils 
sont produits en petite quantité et rapidement éliminés. La GJC astrocytaire est également 
modulée par l’H2O2, qui induit une augmentation de la perméabilité in vitro (Rouach et al., 
2004).  
Les Cxs ne sont pas glycosylées mais peuvent être phosphorylées, notamment sur 
l’extrémité C-terminale (Laird, 2005; Solan and Lampe, 2009). Ces phosphorylations 
permettent la modulation de la fonctionnalité des GJ (conductance, probabilité d’ouverture, 
sensibilité au pH ou au potentiel), mais ne sont pas indispensables à la formation de GJ 
(Musil and Goodenough, 1991). La Cx30 n’est pas phosphorylée mais la Cx43 présente de 
multiples isoformes électrophorétiques en SDS-PAGE : P0, non phosphorylée est la plus 
mobile, alors que des stades intermédiaires de phosphorylation P1 et P2 peuvent être 
présents. La phosphorylation a majoritairement lieu sur des résidus Sérine/Thréonine, bien 
que quelques résidus Tyrosine aient aussi été identifiés (Márquez-Rosado et al., 2011). Les 
effets de ces phosphorylations dépendent des sites de phosphorylations et peuvent moduler 
le trafic intracellulaire vers la membrane plasmique ou la régulation de la communication 
intercellulaire (conductance, appariement de GJ). Dans les plaques jonctionnelles, la Cx43 






de signalisations peuvent encore moduler la GJC : l’activation de la PKA augmente l’insertion 
de la Cx43 à la membrane alors que celle de la PKC ou de la voie des MAP kinases accélère 
son internalisation (Rackauskas et al., 2010). 
L’expression corticale des Cx30 et 43 est finement régulée par les neurones. Cette 
régulation nécessite une interaction entre les deux types cellulaires (Koulakoff et al., 2008). 
La GJC est modulée par des neurotransmetteurs, notamment le glutamate (Rouach et al., 
2002b, 2008). Il reste encore difficile de déterminer si le glutamate joue à la fois directement 
sur la GJC et/ou s’il induit une cascade de signalisations qui module secondairement les GJ.  
Les endothélines sont des molécules endogènes qui sont connues pour réguler le flux 
sanguin, mais aussi pour inhiber les GJ astrocytaires (Blomstrand et al., 2004). Ainsi, leur 
inhibition est accompagnée d’une augmentation de la capture de glucose dans les astrocytes 
(Tabernero et al., 1996, 2006), qui passe par l’augmentation de l’expression de GLUT1 et sa 
relocalisation à la membrane, et de l’expression d’hexokinases. Le lien entre GJC et glucose 
sera développé dans les paragraphes suivants. 
 
c) Fonctions 
La fonction principale des Cxs est la formation des canaux, qui permettent l’échange 
de petites molécules (Harris, 2007) entre deux cellules voisines ou avec le milieu 
extracellulaire (hémi-canaux) (Scemes et al., 2009). Les Cx peuvent aussi exercer de 
multiples fonctions non associées à leur capacité à faire des GJ, parmi lesquelles la 
régulation de l’expression génique, de la prolifération cellulaire, de l’adhésion et de la 
migration cellulaire (Elias et al., 2007; Kardami et al., 2007; Naus and Laird, 2010). Dans ce 
paragraphe, nous nous limiterons à la description des fonctions des Cx astrocytaires 
associées à la GJC dans le SNC. 
Lors du développement et de la différenciation, les GJ font circuler des signaux 
morphogènes entre les cellules. Elles interviennent dans le développement de la crête 
neurale. L’absence ou la surexpression de la Cx43 conduit à des anomalies morphologiques, 
comme par exemple la modification de la mise en place des couches corticales du cerveau 
(Ewart et al., 1997). Les Cxs interviennent lors de la migration de la glie radiaire lors du 
développement, mais dans ce cas, leur rôle n’est pas associé à la formation de canal (Elias et 
al., 2007). De plus, la présence de GJC par les Cx43 et 30 entre les cellules de la glie radiaire 
est indispensable pour la neurogenèse dans le gyrus denté de l’hippocampe, à l’état adulte 
(Kunze et al., 2009). 
Les GJ neuronales permettent la formation de synapses électriques par échanges 






Dans les astrocytes, la GJC permet de tamponner l’excès de K+ et limite l’excitotoxicité 
suite à l’activation neuronale (Wallraff et al., 2006; Pannasch et al., 2011). 
Les astrocytes, via la communication par les GJ et/ou les hémicanaux de Cxs 
modulent la survie neuronale, en libérant des molécules bénéfiques ou délétères. Ainsi, 
suivant les études réalisées in vitro et in vivo dans des conditions physiopathologiques, la 
communication par les Cx43 participent à la fois à la survie neuronale, ou au contraire, 
favorisent la nécrose (Giaume et al., 2010). 
Nous savons qu’il existait un couplage fonctionnel entre l’activité neuronale et le flux 
sanguin, et qu’il  impliquait les astrocytes, via une signalisation par l’AA. La production d’AA 
passe par une signalisation calcique. Diverses études ont montré que la GJC participait à la 
propagation de ces signaux calciques, notamment dans l’hyperémie fonctionnelle. Plus 
généralement, les réseaux astrocytaires sont capables de propager des vagues calciques 
(Scemes and Giaume, 2006)(Figure 32). La signalisation calcique induit la libération de 
molécules neuroactives telles que le glutamate, l’ATP ou la D-sérine. La propagation de ces 
vagues se fait par deux voies : d’une part, une voie extracellulaire qui consiste en la 
libération d’ATP, qui stimule des récepteurs purinergiques P2Y des astrocytes voisins et 
engendre une signalisation calcique (Guthrie et al., 1999) ; d’autre part, une voie 
intracellulaire, par le passage direct d’IP3 (produit suite à l’activation de la PLC) par les GJ. 








Figure 32 : Les vagues calciques 
 Une stimulation (électrique, chimique,…) de l’astrocyte peut induire une augmentation de la 
concentration en calcium dans l’astrocyte,  par la libération des stocks internes de calcium via 
la fixation de l’IP3  sur ses récepteurs au niveau du réticulum endoplasmique.  Le calcium et 
l’IP3 peuvent diffuser au sein du réseau astrocytaire par les GJ.  En parallèle, de l’ATP est libéré 
dans le milieu extracellulaire, et vient se fixer sur des récepteurs purinergiques P2Y, sur les 
astrocytes voisins.  L’activation des récepteurs P2Y stimule la PLC qui augmente le taux 
intracellulaire d’IP3 et de calcium, qui vont à leur tour diffuser dans le réseau.  L’augmentation 
de calcium intracellulaire affecte différentes protéines membranaires et intracellulaires, et 







3. Les connexines et la fourniture énergétique 
Nous venons de voir que les GJ participent à la propagation de signaux entre les 
astrocytes, mais aussi entre les neurones et les astrocytes. De plus, les astrocytes sont 
connus pour approvisionner les neurones en métabolites énergétiques. In vitro, il a été 
montré que les vagues calciques présentes dans les astrocytes suite une stimulation 
mécanique ou électrique, sont aussi accompagnées de « vagues métaboliques » 
(Bernardinelli et al., 2004)(Figure 33). En effet, l’augmentation de Ca2+ dans le réseau 
astrocytaire induit une augmentation de Na+, qui permet une augmentation de l’apport 
énergétique par la capture de glucose. Les vagues sodiques dépendent en partie de la 
présence de GJC (qui permet l’équilibration du Na+ entre les astrocytes). En effet, ces vagues 











Figure 33 : Les vagues métaboliques 
L’augmentation de calcium suite à l’activité glutamatergique est suivie par  la libération 
d’ATP et de glutamate dans le milieu extracellulaire.  L’ATP se fixe sur les récepteurs 
purinergiques des astrocytes voisins, ce qui induit une réponse calcique qui participe à la 
propagation de la vague calcique  (libération de Ca2+ et d’IP3).  En parallèle, le glutamate 
libéré est récupéré par les co-transporteurs Na+/Glutamate, ce qui augmente la concentration 
intracellulaire en Na+.  Le Na+ a la capacité de diffuser par les GJ, ce qui génère une vague 
sodique. L’augmentation de Na+ est suffisante pour augmenter l’activité de la pompe Na+/K+ 
ATPase, ce qui participe à la capture de glucose  pour fournir l’ATP nécessaire au 
fonctionnement de la pompe.  
 
Au-delà de leur propre utilisation de glucose, nous avons vu que les astrocytes sont 






glucose et le lactate font partie des molécules qui peuvent passer par les GJ (Tabernero et al., 
1996). De manière très intéressante, il a récemment été montré que les réseaux de GJ 
astrocytaires participent à l’approvisionnement énergétique des neurones en activité dans 
l’hippocampe (Rouach et al., 2008; Giaume et al., 2010). Ceci a été possible grâce à 
l’utilisation de dérivés fluorescents du glucose, le 2-NBDG (métabolisable) et le 6-NBDG 
(non métabolisable) (Figure 34). Le trafic de glucose dans le réseau astrocytaire est dû à une 
activité glutamatergique. De plus, en l’absence de glucose externe, la perfusion de lactate 
dans un seul astrocyte suffit à maintenir l’activité synaptique. Ceci implique les GJ de Cx43 et 
30 et la métabolisation du glucose en lactate, car ces effets ne sont pas retrouvés dans des 
tranches d’hippocampe de souris KO pour les Cx43 et 30 ou lorsque un inhibiteur des MCTs 
est utilisé (Figure 34). A noter que c’est la différence de concentration en substrats 











Figure 34 : La fourniture énergétique par les réseaux astrocytaires permet le maintien de 
l’activité synaptique en l’absence de glucose exogène. 
Gauche| Images de la diffusion de glucose dans les réseaux astrocytaires en condition basale (C) 
et après stimulation électrique (D) des collatérales de Schaffer.  Droite| Images de la diffusion de 
glucose ou de lactate avec une sonde fluorescente (sulforhodamine 101) à partir d’un astrocyte 
(Astr) et de la pipette d’enregistrement des fEPSCs d’un neurone (Neu), suite à la stimulation des 
collatérales de Schaffer (Stim), sur des tranches d’hippocampe de souris normales (A) ou KO 
pour les Cx43 et 30 (B). D’après Rouach et al., 2008. 
 
Les connexines sont très exprimées au niveau des pieds astrocytaires, qui entourent 
les vaisseaux sanguins (Simard et al., 2003; Rouach et al., 2008). Le glucose capté de la 
circulation sanguine pourrait donc être rapidement redistribué dans les astrocytes 
périvasculaires, lors d’une hyperglycémie. Il a récemment été montré in vitro par des 
techniques de FRET, que lors d’une augmentation de la concentration en glucose 
extracellulaire, les astrocytes captaient rapidement ce glucose (Prebil et al., 2011). Les 
astrocytes pourraient donc moduler l’activité et/ou la détection des neurones GS, par la 











Objectif du travail et approches expérimentales 
 
Au sein de notre équipe, nous nous intéressons à la détection hypothalamique du 
glucose. Cette détection déclenche des réponses régulatrices à court-terme, telles que la 
sécrétion d’insuline ou le rassasiement. Lorsqu’elle est altérée, alors les réponses ne sont 
pas correctement mises en place et participent au développement de pathologies 
métaboliques. 
L’étude de la détection hypothalamique du glucose a souvent porté sur la 
caractérisation des neurones gluco-sensibles (GS), qui ont la capacité de détecter des 
variations de concentrations en glucose. Le transfert du glucose jusqu’aux neurones GS reste 
cependant peu étudié. Plusieurs études récentes, notamment au sein de notre équipe, 
montrent la participation des astrocytes dans cette détection. Les astrocytes sont des 
cellules gliales caractérisées par leur lien étroit avec les vaisseaux sanguins et leur rôle dans 
l’approvisionnement énergétique suite à l’activation neuronale (ANLS) : on parlera de 
« fueling » dans la suite de ce manuscrit. Ils présentent un métabolisme plutôt glycolytique, 
en transformant le glucose en lactate. Or, plusieurs études ont rapporté le rôle du lactate 
dans la modulation de plusieurs fonctions physiologiques, telles que la mémoire notamment 
(Newman et al., 2011; Suzuki et al., 2011).  
Dans le cadre plus spécifique de la détection du glucose (« sensing »), où ce dernier 
est à la base même du mécanisme mis en jeu, les astrocytes porteraient une « double 
casquette » : le glucose et le lactate apportés aux neurones sont à la fois source d’énergie 
mais aussi signal, déclenchant des réponses spécifiques des neurones GS. Il a ainsi été 
démontré que l’étape astrocytaire était indispensable à la détection du glucose par 
l’hypothalamus. Le lactate, dérivé du glucose, du pyruvate ou du glycogène, pourrait 
traduire des variations de glycémie ou au moins moduler la réponse des neurones GS, 
suivant le ratio glucose/lactate présent (Lam et al., 2005a). 
De plus, il est important de noter que les astrocytes sont organisés en réseaux 
structurés, qui peuvent être recrutés dans des phénomènes de couplage métabolique avec 
les neurones, pour assurer le fueling suite à l’activation neuronale (Rouach et al., 2008). 
Aucune étude à notre connaissance ne s’est intéressée à la circulation du glucose et du 
lactate au sein de ces réseaux astrocytaires dans le cadre du sensing hypothalamique du 
glucose. 
La modulation de la détection hypothalamique du glucose par les astrocytes est 
étudiée depuis peu. Ma thèse s’est orientée suivant deux axes, qui ont globalement visé à 
mieux comprendre le rôle des astrocytes dans la détection hypothalamique du glucose. 
1) Dans un premier temps, nous avons voulu étudier le coulage métabolique entre 






une injection intra-carotidienne de lactate vers le cerveau, en termes de sécrétion 
d’insuline. Dans un second temps, nous avons utilisé un modèle physiopathologique, 
le rat hyperglycémique pendant 48h (48h-HG). Il avait déjà été rapporté une 
modification de la commande autonome de ces animaux après 48h. Nous avons voulu 
savoir ici quelle était la réponse de ces animaux suite à une élévation transitoire de la 
concentration cérébrale en glucose et en lactate,  et si elle pouvait être corrélée à une 
modification d’expression des MCTs hypothalamiques, acteurs cruciaux du transfert 
de lactate entre astrocytes et neurones. 
 
2) Le deuxième objectif de ce travail a été de déterminer si les réseaux astrocytaires 
formés de Cxs peuvent participer à la détection hypothalamique du glucose. Cette 
étude s’est divisée en deux points : dans un premier temps, nous avons réalisé la 
description immunohistochimique de l’expression des Cxs dans l’hypothalamus et 
l’analyse de leur expression dans différentes conditions métaboliques. Dans un 
second temps, afin d’étudier le rôle plus spécifique de la Cx43 (très fortement 
exprimée dans l’hypothalamus), nous avons inhibé son expression spécifiquement 
dans le MBH par interférence ARN. Nous avons ensuite évalué la sensibilité 
hypothalamique au glucose par le biais de deux tests fonctionnels : la sécrétion 


















Partie I : La détection hypothalamique du glucose dans un 
modèle physiopathologique : implication du lactate et de son 
transfert par les MCTs ? 
 
La première partie de ma thèse s’est orientée plus particulièrement vers l’étude du 
lactate et des MCTs lors de la détection hypothalamique du glucose. Ce travail fait l’objet 
d’une publication actuellement sous presse dans le journal Neurosciences Letters.  
Les résultats principaux sont les suivants. 
1) Nous avons montré que le lactate, comme le glucose, pouvait induire des 
réponses périphériques comme la sécrétion d’insuline. La sécrétion d’insuline est cependant 
plus faible et retardée par rapport à celle du glucose.  
2) Nous avons ensuite utilisé un modèle animal développé au laboratoire, le rat 
rendu hyperglycémique pendant 48h (48h-HG) par la perfusion de glucose. Nous avons 
démontré que dans ce contexte, la détection hypothalamique du glucose et du lactate était 
perturbée. La sécrétion d’insuline en réponse au glucose perdure (au-delà de 10min) au lieu 
de revenir à un niveau basal, observé dès la 3ème minute chez des animaux témoins. En 
réponse au lactate, deux profils de réponse se dégagent : certains rats 48h-HG présentent la 
même réponse que les rats témoins (pic de sécrétion à t=3min) ; alors que l’autre moitié des 
rats 48h-HG voit leur sécrétion d’insuline baisser drastiquement suite à l’injection de lactate.  
3) En dépit de la modification de la détection cérébrale du glucose et du lactate, 
l’expression des MCTs hypothalamiques des rats 48h-HG ne varie pas par rapport aux rats 
témoins.   
Plusieurs points de discussion sont soulevés par ces résultats. Premièrement, la 
sécrétion d’insuline suite à la détection du lactate est retardée par rapport au glucose, ce qui 
suggère sans doute, en premier lieu, une différence de transport jusqu’aux neurones.  
Nous avons montré que la détection hypothalamique du glucose et du lactate est 
modifiée après 48h d’hyperglycémie (associée à une hyperinsulinémie et une 
hyperlactatémie). La sécrétion soutenue d’insuline suite au bolus de glucose est en accord 
avec des données de la littérature qui rapportent une sur-stimulation de l’axe 
parasymathique dans ce modèle (N’Guyen et al., 1994).  
De manière intéressante, on distingue deux types de réponses au lactate chez les rats 
48h-HG. Ce phénotype peut être rapporté au fait que la souche de rats utilisée dans l’étude 
était non-consanguine. Ceci apporte plus de variabilité dans les résultats obtenus, mais cette 
hétérogénéité se rapproche de la «réalité physiologique». Cette dichotomie (50%/50%) 
suggère la présence d’un polymorphisme génétique avec l’expression d’un gène dominant, 
retrouvé uniquement dans le cas de la stimulation avec le lactate, en condition 
 




physiopathologique (48h d’hyperglycémie). Le glucose et le lactate pourraient avoir 
différents effets sur les mêmes neurones et/ou différentes populations de neurones, en 
fonction du statut métabolique de l’animal.   
Les MCTs sont des acteurs importants du transport de lactate et sont modifiés dans 
l’hypothalamus de souris obèses. Chez les rats 48h-HG, l’expression protéique des MCTs 
hypothalamiques n’est pas modifiée. 










































Partie II : Rôle des connexines astrocytaires dans la détection 
du glucose 
 Dans la deuxième partie de ma thèse, nous avons étudié les connexines (Cxs) qui 
participent à la formation des GJ astrocytaires. En effet, les astrocytes sont organisés en 
réseaux, qui permettent le passage de petites molécules. Récemment, il a été démontré que 
ces réseaux de Cxs sont indispensables au trafic de métabolites (glucose et lactate) jusqu’aux 
neurones en activité (Rouach et al., 2008). Nous avons d’abord caractérisé la distribution 
hypothalamique des Cxs astrocytaires, les Cx43 et 30, qui sont les isoformes majoritaires. 
Dans un second temps, nous avons suivi l’expression protéique de ces Cxs dans le MBH, dans 
différentes conditions métaboliques. Enfin, nous avons adopté une stratégie d’inhibition de 
l’expression de la Cx43 (la plus exprimée) dans le MBH et testé la détection hypothalamique 
du glucose chez ces animaux. 
I. Matériels et méthodes 
A. Animaux 
Les expériences ont été réalisées sur des rats Wistar Han (250-275g, Charles River, 
Lyon, France). Les rats sont maintenus dans une pièce éclairée 12 h par jour (7h30-19h30), 
à la température de 22°C, avec la nourriture et la boisson ad libitum. Les chirurgies sont 
réalisées sous anesthésie gazeuse (Isoflurane 2,5-3%, Abbott, dans 1l/min d’oxygène, Air 
Liquide, France). Après opération, les rats sont isolés dans des cages individuelles. Le suivi 
quotidien du poids corporel (3h après le début de la phase diurne) permet de vérifier la 
bonne santé et la récupération des animaux. Les animaux sont anesthésiés avant euthanasie 
par une injection intra-péritonéale de pentobarbital (50 mg/kg, Centravet,  Velaine en Haye, 
France). Les protocoles expérimentaux suivent les directives européennes (86/609/EEC) et 
ont été approuvés par le comité d’éthique de l’Université de Bourgogne. 
B. Conditions métaboliques 
Plusieurs groupes de rats ont été formés. Pour l’étude du statut métabolique, le 
groupe nourri (Fed) a été sacrifié au début de la phase diurne. Le groupe à jeun (Fasted) a 
été sacrifié après 20h de jeûne, au même moment que le groupe nourri. Le groupe 
« renourri » (Refed) a été sacrifié après 20h de jeûne et 4h de réalimentation ad libitum. 
Pour l’étude de l’effet de l’hyperglycémie sur l’expression des Cx, les animaux sont 
anesthésiés au pentobarbital (4h après le retrait des croquettes) pendant la durée de 
l’expérience (3h) et reçoivent deux injections sous-cutanées à t=0h et t=1h30 de sérum 
physiologique (groupe témoin « NaCl ») ou de glucose 60% (groupe « 3h-HG »). La glycémie 
est mesurée toutes les 30min. Seuls les animaux dont la glycémie dépasse 10mM ont été 
gardés dans l’étude. Les animaux ayant subi 48h d’hyperglycémie (48h-HG) sont décrits 
dans l’article mentionné en page 84.  
 




C. Stéréotaxie et injection de siRNA 
Avant la chirurgie, les animaux reçoivent une injection sous-cutanée de 
buprénorphine (0,03 mg/kg Axience). Sous anesthésie gazeuse, après avoir fixé la tête du rat 
à l’aide des barres d’oreilles dans le cadre stéréotaxique (Kopf), la peau du crâne est incisée 
et l’os est nettoyé pour permettre la vue des sutures. Le guide-canule bilatéral est inséré 
jusqu’au niveau du MBH suivant les coordonnées retenues d’après l’atlas de Paxinos et 
Watson, soit 3,1mm en arrière du bregma, 0,4mm sur le côté latéral et 9 mm sous la surface 
du crâne. Après avoir désinfecté la plaie et injecté en sous-cutané de la lidocaïne (10 mg/kg, 
Ceva), le guide-canule est maintenu en place avec de la colle chirurgicale. Pour les 
expériences de réalimentation, les animaux sont ensuite opérés afin de poser un cathéter à 
demeure dans la carotide en direction du cerveau. Celui-ci est maintenu en place par des 
sutures et sort entre les omoplates de l’animal, où il est fixé par de nouvelles sutures et un 
point de colle. Le cathéter est rempli de sérum physiologique hépariné pour éviter la 
coagulation. 2 ml de sérum physiologique sont injectés en sous-cutané dans chaque flan, 
pour éviter la déshydratation. L’animal est ensuite mis dans sa cage sur un tapis chauffant et 
surveillé jusqu’à son réveil. 
L’injection de siRNA est réalisée 5 jours après la chirurgie stéréotaxique, lorsque le 
rat a bien récupéré (prise de poids et de croquettes normales). Les siRNA de 21 nucléotides 
(Genecust, Luxembourg) sont préparés en utilisant le système JetSI (Ozyme, Saint-Quentin-
en-Yvelines, France) et injectés (400 pM) via le guide-canule pour atteindre le MBH. La 
séquence de siRNA cible spécifiquement la Cx43 et nous a été gracieusement communiquée 
par Arantxa Tabernero (siRNA, brin sens : 5’- GCUGGUUACUGGUGACAGAUdTdT-3’). La 
diminution d’expression de la Cx43 dans le MBH a été mesurée après 24, 48 et 72h. Les 
cathéters carotidiens (animaux pour le test de réalimentation seulement) sont contrôlés 
tous les deux jours, en injectant 50µl de sérum physiologique hépariné. 
D. Injection intracarotidienne de glucose vers le cerveau 
Le test de la détection du glucose est toujours réalisé en début d’après-midi suite à 
une période de 4 heures sans croquettes, permettant ainsi une stabilisation des glycémies et 
une homogénéisation du groupe. 
Le test est pratiqué sur des rats anesthésiés au pentobarbital. Une incision est 
pratiquée à la base du cou, les tissus conjonctifs et musculaires sont dégagés. La carotide est 
isolée, ligaturée à l'extrémité la plus proche du coeur. Le cathéter est inséré dans la carotide 
en direction du cerveau et ligaturé pour le maintenir en place. Suite à la cathéterisation, on 
injecte une solution saline héparinée (50 UI/ml) dans le cathéter pour éviter la coagulation. 
Après stabilisation de la glycémie, l'animal reçoit un bolus de glucose 9 mg/kg. Le bolus de 
100 μl est injecté au temps t=0 min en 30 secondes. Des échantillons de sang (environ 200 
μl) sont prélevés au niveau de la queue au temps t=0 min (juste avant l’injection du bolus de 
glucose), t=1 min, t=3 min, t=5 min, t=10 min, pour le dosage de l’insulinémie. Le sang est 
 




prélevé dans des eppendorfs contenant 2 μl d’héparine à la concentration de 5000 UI/ml 
pour éviter la coagulation. Le sang est ensuite rapidement centrifugé à 5000 g/min pendant 
5 minutes. Les plasmas sont alors isolés, congelés et conservés à -80°C jusqu’à leur 
utilisation. 
E. Test de réalimentation 
Les animaux sont mis à jeun juste avant le début de la période diurne (10h) 48h 
après l’injection des siRNA. Après 20h de jeûne (soit environ 72h après l’injection des 
siRNA), les animaux éveillés reçoivent par le cathéter carotidien une injection de sérum 
physiologique (NaCl) ou de glucose 9mg/kg (Glc), 100µl en 30sec. Des croquettes sont 
disposées dans leur cage et la prise alimentaire est mesurée pendant 4h, toutes les heures. A 
la fin du test, les animaux sont anesthésiés, une solution de bleu de bromophénol est 
injectée afin de vérifier le bon emplacement du cathéter carotidien et du guide-canule. Les 
animaux sont ensuite sacrifiés et le MBH est prélevé et immédiatement congelé dans de 
l’azote liquide. 
F. Immunohistochimie 
Les animaux sont anesthésiés au pentobarbital puis reçoivent une perfusion 
intracardiaque de 80 ml de PBS hépariné (Eurobio, 50U/ml d’héparine, Sanofi Aventis). Les 
cerveaux sont ensuite rapidement prélevés, congelés à -25°C dans de l’isopentane refroidi, 
puis stockés à -80°C. Le jour de l’expérience, les cerveaux sont disposés dans la chambre du 
cryostat dont la température est descendue à -20°C. Ils sont enrobés de milieu de montage 
cryogénique (Sakura, Tissue Tek) puis découpés en tranches coronales fines de 20µm, 
déposées sur des lames SuperFrost (Thermofisher). Après séchage des coupes à 
température ambiante, les coupes  sont fixées avec une solution de paraformaldéhyde à 2% 
(Sigma), pendant 20min à 4°C, sous agitation. Les coupes sont ensuite bloquées, avec une 
solution  de PBS-2% gélatine et 0,2% Triton X-100 (VMR) (=PBS*), 1h à 4°C sous agitation. 
Les coupes sont incubées avec l’anticorps primaire anti-Cx43 au 1/500 (BD Biosciences, 
610062), anti-Cx30 au 1/500 (Zymed, 712200) ou anti-facteur Von Willebrand (FVW) au 
1/400 (Sigma, F3520). Après deux rinçages avec la solution de PBS*, les coupes sont 
incubées avec l’anticorps secondaire Alexa Fluor Chèvre anti-Souris 488 au 1/4000 
(Invitrogen, A-11029) pour la Cx43 et Alexa Fluor Chèvre anti-Lapin 488 au 1/4000  pour la 
Cx30 ou au 1/1000 pour le FVW (Invitrogen, A-11034). Après rinçages et montage entre 
lame et lamelle, les coupes sont observées sous un microscope à fluorescence muni d’un 
apotome (Zeiss). La spécificité du marquage a été testée en omettant l’anticorps primaire.   
G. Western blot 
Les tissus sont repris dans un tampon de lyse contenant 150mM NaCl, 1% Triton X-
100, 0,5% de Sodium Deoxycholate, 0,1% SDS, 50mM Tris, pH 8 (environ 10µl de tampon 
par µg de protéines) puis broyés à l’aide d’une bille métallique au Tissue Lyser (Qiagen) 
 




2x2min à 20Hz. Les échantillons sont rapidement centrifugés puis la concentration 
protéique est déterminée avec le kit DC Protein Assay (Biorad). 20µg de protéines sont 
déposés dans un gel pré-coulé 12% d’acrylamide (Biorad). Après migration, les protéines 
sont transférées sur une membrane PVDF de 0,2µm (Biorad). Les sites aspécifiques sont 
bloqués avec une solution saline contenant du Tween (10mM Tris, 150mM NaCl, 0,2% 
Tween, pH 8, appelée TBST) contenant 5% de lait non gras, pendant 1h à température 
ambiante. Les incubations d’anticorps durent 1h à température ambiante, excepté pour le 
premier anticorps primaire. Chaque bain d’anticorps est suivi d’une série de 4 rinçages de 
5min avec du TBST. Les anticorps anti-Cx43 (souris monoclonal, 1/2000, BD Biosciences), 
anti-Cx30 (lapin polyclonal, 1/500, Zymed), anti-MCT1 (lapin polyclonal, 1/500, Millipore), 
anti-MCT2 (lapin polyclonal, 1/20 000, Millipore), anti-MCT4 (lapin polyclonal, 1/250, 
Millipore), anti-GLUT1 (lapin polyclonal, 1/1000, Millipore) et anti-GLUT3 (lapin polyclonal, 
1/4000, Millipore) sont dilués dans du TBST-1% lait et incubés sous agitation à 4°C pour la 
nuit. Les membranes sont incubées avec un anticorps secondaire anti-souris ou anti-lapin 
(suivant l’anticorps primaire) couplé à l’HRP (1/10 000, GE Healthcare). Puis, un anticorps 
anti-GAPDH (souris monoclonal, 1/6000, Ambion) est utilisé dans du TBST-1% lait, puis 
ensuite un anticorps secondaire anti-souris couplé à l’HRP (1/10 000, GE Healthcare). Les 
bandes sont révélées par chimiluminescence après l’ajout d’un réactif (Western C, Biorad), 
puis enregistrées avec le système ChemiDoc XRS+ et le logiciel ImageLab (Biorad), pour la 
quantification des bandes. 
H. Analyses biochimiques 
La glycémie est mesurée à partir d’une gouttelette de sang déposée sur une 
bandelette d’un lecteur glycémique Performa AccuChek (Roche, France). L’insulinémie est 
mesurée en utilisant un kit ELISA ultra-sensible (AlpCo, Eurobio, France). 
I. Statistiques 
L’analyse statistique est réalisée avec le logiciel Prism 4.0 (GraphPad). Les résultats 
sont exprimés sous forme de moyenne ± sem. La normalité a été testée avec un test de 
Kolmogorov-Smirnov. Suite aux résultats, des tests de Student ou des tests t non-appariés 
avec une correction de Welch lorsque les variances sont hétérogènes ont été réalisés pour 
les comparaisons simples (entre deux points donnés). Pour les comparaisons multiples, une 
analyse de variance (ANOVA) à 2 paramètres (suivie d’un post-test de Bonferroni) a été 
réalisée pour détecter les interactions. Lorsqu’il existe une interaction, les comparaisons 
entre les groupes sont réalisées indépendamment grâce au test de Student ou de Mann-
Withney selon l’hétérogénéité des variances. Lorsque le traitement siRNA ne produit pas 
d’effet significatif, une ANOVA à un paramètre a été utilisée combinée au test post-hoc de 
Bonferroni. La normalité de la distribution a été vérifiée avec le test de Kolgomorov-
Smirnov. Les différences significatives sont notées *, **, *** sur les figures lorsque les 
valeurs de « p » étaient respectivement < 0,05 ; 0,01 et 0,001. 
 





A. Expression des connexines astrocytaires Cx43 et Cx30 dans 
le MBH 
Les connexines 30 et 43 sont les unités protéiques de base de la formation des GJ 
astrocytaires. Nous avons mesuré leur expression dans différentes régions cérébrales par 
Western blot, et observé leur distribution dans l’hypothalamus par immunohistochimie. La 
Cx43 est fortement exprimée dans le MBH par rapport à d’autres régions cérébrales, ainsi en 
proportion de l’expression trouvée dans le MBH : 52,0 ± 5,2% pour le cortex pariétal, 35,3 ± 
4,2% pour le thalamus, 63,2 ± 8,8% pour l’hippocampe, 19,7 ± 3,7% pour le cervelet et 68,7 
± 6,2% pour le tronc cérébral. En revanche, l’expression de la Cx30 dans l’ensemble de ces 
structures n’est pas significativement différente, en raison d’une plus grande hétérogénéité 
(respectivement 108,5 ± 13,8 % pour le cortex, 51,5 ± 5,5 % pour le thalamus, 32,7 ± 18,3 % 
pour l’hippocampe, 80,0 ± 13,9 % pour le cervelet et 119,8 ± 18,8 % pour le tronc cérébral 












Figure 35 : Les connexines astrocytaires sont exprimées dans l’hypothalamus 
Quantification densitométrique et exemples représentatifs des western blots de la Cx43 (A) et 
de la Cx30 (B) réalisés sur différentes régions cérébrales de rats (n=4) : l’hypothalamus médio-
basal (MBH ou Ht), le cortex (Ctx), le thalamus (Th), l’hippocampe (hippocampus ou Hp), le 
cervelet (cerebellum ou Cb) et le tronc cérébral (hindbrain ou Hb). Les valeurs représentent les 
moyennes en %/moyenne du MBH en % ± les sem de ce même rapport. L’analyse statistique est 





































































































































 Les  immunohistochimies anti-Cx43 révèlent un marquage qui dessine les micro-
vaisseaux sanguins du MBH (Figure 36A). Ce marquage autour des capillaires est confirmé 
par le marquage Cx43 qui entoure le marquage FVW (Figure 36B). Le marquage Cx30 est 
plus diffus dans l’hypothalamus, même si l’on note une densité légèrement plus importante 


















Figure 36 : Les connexines astrocytaires présentent une répartition différente au sein du 
MBH.  
A| La Cx43 est très exprimée dans les pieds astrocytaires entourant les capillaires du MBH. B| 
Observation à l’apotome d’une immunohistochimie du facteur von Willebrand (vert, FVW) et de 
la Cx43 (rouge). La superposition des images montre la présence de la Cx43 autour des 
capillaires du MBH. C| L’expression de la Cx30 est plus diffuse dans l’hypothalamus, d’aspect 
ponctiforme, avec une expression un peu plus marquée au niveau du NA en bordure du 3V. 









B. Effet du statut métabolique sur l’expression des connexines 
Les Cxs 43 sont très exprimées à l’interface de l’endothélium vasculaire avec le 
parenchyme cérébral, et particulièrement au niveau hypothalamique, dans le MBH riche en 
neurones GS. Nous avons donc voulu explorer si des conditions connues pour modifier la 
détection hypothalamique du glucose pouvaient également altérer l’expression des Cxs 
astrocytaires. Ainsi, suite à un jeûne de 20h (condition où la détection hypothalamique du 
glucose est diminuée, données non publiées), l’expression hypothalamique (MBH) de la 
Cx43 est diminuée (67,9 ± 4,1% par rapport aux rats nourris), alors que celle de la Cx30 est 
très fortement augmentée (265,9 ± 16,8 % par rapport aux rats nourris). Lorsque ces rats 
sont nourris pendant 4h suite au jeûne, l’expression des Cxs astrocytaires tend à augmenter 
par rapport aux niveaux à jeun (85,9 ± 5,2 % pour la Cx43 et 321,6 ± 30,4 % pour la Cx30, 
non différent du statut à jeun) (Figure 37 A et B). Pour la Cx43, les niveaux d’expression se 
rapprochent donc de ceux obtenus au statut nourri. En revanche, la Cx30 est augmentée 










Figure 37 : Expression des connexines astrocytaires après un jeûne (20h) et une 
réalimentation (4h).  
Quantification densitométrique et exemples représentatifs de western blots de la Cx43 (A) et de 
la Cx30 (B) réalisés sur des homogénats tissulaires de MBH après un jeûne de 20h et une 
réalimentation de 4h (n=4-5). Les valeurs représentent les moyennes en %/moyenne des rats 
Fed en % ± les sem de ce même rapport. L’analyse statistique est réalisée par une ANOVA à un 
paramètre, suivi d’un post-test de Bonferroni.  
 
 
Afin d’étudier l’effet plus spécifique de l’hyperglycémie sur le profil d’expression des 
Cxs, nous avons rendu des rats hyperglycémiques pendant 3h ou 48h. Après 3h, les rats 








































































































































































rapport aux rats témoins ayant reçu une injection de NaCl (Figure 38A). Lorsque 
l’hyperglycémie est maintenue autour de 15mM pendant 48h (statut où la détection 
hypothalamique du glucose est modifiée, cf. Partie I des résultats), alors l’expression de la 
Cx43 se normalise (117,8 ± 6,3 % par rapport aux rats témoins ayant reçu une perfusion de 
NaCl) (Figure 38B). En revanche, l’expression de la Cx30 n’est pas modifiée après 3 ou 48h 
d’hyperglycémie (108,1 ± 12,6 % par rapport aux rats témoins après 3h d’HG et 105,7 ± 2,7 



















Figure 38 : Expression des connexines astrocytaires après une hyperglycémie 
Quantification densitométrique et exemples représentatifs des western blots de la Cx43 (A-B) et 
de la Cx30 (C-D) réalisés sur des homogénats tissulaires de MBH après une hyperglycémie de 3h 
(n=6 dans chaque groupe) ou de 48h (n=5 pour NaCl, n=8 pour 48h-HG). Les valeurs 
représentent les moyennes en %/moyenne des rats témoins en % ± les sem de ce même rapport. 










C. Implication de la Cx43 dans la détection hypothalamique 
du glucose 
Afin de déterminer si la Cx43 était nécessaire dans la détection hypothalamique du 
glucose, nous avons inhibé son expression, via l’injection de siRNA dirigés contre l’ARNm 
codant pour cette protéine. L’injection a été faite spécifiquement dans le MBH, où la 
proportion de neurones GS est la plus importante.  
L’expression de la Cx43 suite à l’injection de siRNA a été mesurée par western blot 
sur des lysats protéiques du MBH 24, 48 et 72 après l’injection des siRNA. 24h après 
l’injection, l’expression de Cx43 ne diffère pas significativement entre les groupes recevant 
les siRNA ciblant la Cx43 (groupe nommé siCx43) et le groupe de rats témoins (-27,0 ± 9,9% 
d’inhibition) nommés siCtrl, qui reçoivent une séquence aléatoire, ne s’hybridant avec 
aucune séquence identifiée. Dès 48h, nous avons pu observer une diminution significative 
de l’expression protéique de Cx43 (-45,8 ± 5,5%), où elle atteint son maximum. L’inhibition 
diminue ensuite et on observe une restauration partielle de l’expression à 72h où 
l’inhibition n’est plus que de -29,7 ± 4,3% (Figure 39A). Le suivi du poids et de la prise 
alimentaire des animaux révèle un effet propre à l’injection, retrouvé chez les deux groupes 














Figure 39 : Suivi de l’inhibition des connexines astrocytaires suite à l’injection de siRNA 
Quantification densitométrique et exemples représentatifs des Western blots de la Cx43 (A) 
(n=10-14) et de la Cx30 (B) (n=5-11), 24, 48 et 72h après l’injection de siRNA. Les valeurs 
représentent les moyennes en %/moyenne des rats siCtrl en % ± les sem de ce même rapport. 
L’analyse statistique est réalisée avec un test de Student entre les siCtrl et les siCx43 pour 
chaque temps donné.  
 


















































































Dans la littérature, il est souvent rapporté que des phénomènes de compensation se 
mettent en place : il peut y avoir surexpression d’une Cx suite à la diminution d’une autre Cx 
exprimée dans un type cellulaire donné. Nous avons ainsi vérifié l’expression de la Cx30. De 
manière surprenante, il apparaît que la Cx30 est elle aussi diminuée 72h après l’injection 
des siCx43, au moment où l’expression de la Cx43 augmente de nouveau (-25,3 ± 24,2 % à 
24h, -31,5 ± 18,9 % à 48h et -29,9 ± 3,8 % à 72h), bien qu’il n’existe pas d’homologie de 
séquence entre les deux (Figure 39B). 
L’efficacité maximale d’inhibition est obtenue 48h après l’injection des siRNA 
et reste significativement plus basse à 72h. Suite à la diminution de l’expression de la 
Cx43, la Cx30 astrocytaire n’est pas surexprimée de façon compensatoire, et diminue 
à 72h, alors que l’expression de la Cx43 est, elle, moins inhibée qu’à 48h.  
 
Des expériences précédentes, réalisées dans le laboratoire, ont montré qu’une 
injection similaire de siRNA dans le MBH ne diffusait pas au-delà de la zone d’intérêt, soit via 
le parenchyme, soit via le liquide céphalorachidien du 3V (Carneiro et al., 2012). Par des 
expériences d’immunohistochimie, nous avons vérifié que l’inhibition de la Cx43 était 
localisée au niveau du MBH et n’était pas présente dans d’autres régions cérébrales telles 








Figure 40 : Inhibition représentative de l’expression de la Cx43 après injection des siCx43 
dans le MBH. 
Marquage de la Cx43 sur une coupe de MBH (A), de cortex pariétal (C gauche) et du thalamus 
ventromédian (D gauche) d’un animal ayant reçu des siCtrl. Marquage de la Cx43 sur une coupe 
de MBH (B), de cortex pariétal (C droit) et du thalamus ventromédian (D droit) d’un animal 
ayant reçu des siCx43. Barre d’échelle 200µm (A-B) et 100µm (C-D). 
Dans un premier temps, les conséquences de l’injection et de l’inhibition de la Cx43 
dans le MBH sur des paramètres de l’homéostasie énergétique ont été évaluées. La PA ainsi 
que le poids corporel ont été suivis avant (-48h et -24h) et après l’injection des siRNA 
A B C 
D 
 



















(Figure 41A et B). Suite à l’injection, les deux groupes d’animaux présentent une cinétique 
de PA différente. Ainsi, 24h après l’injection des siRNA, alors qu’une chute du poids corporel 
est observée dans les deux groupes, seule la PA des siCtrl est modifiée (Figure 41B). 48h 
après l’injection, la PA se stabilise dans le groupe siCtrl mais diminue dans le groupe siCx43. 
Finalement, à 72h, les animaux siCtrl ont retrouvé une prise alimentaire et un gain de poids 
similaire au temps avant injection. En revanche, bien que le poids des deux groupes 
d’animaux ne soit pas différent à 72h, les rats siCx43 présente une PA significativement plus 
basse que le groupe témoin siCtrl. 72h après l’injection intracérébrale de siRNA, la PA des 
animaux témoins est donc restaurée, montrant une récupération totale (poids et PA). C’est 
pourquoi l’ensemble des expériences ont été réalisées à t=72h. Aucune modification du 
poids corporel n’a été mesurée au cours du temps entre les deux groupes : ils présentent des 







Figure 41 : Suivi du poids et de la prise alimentaire après l’injection des siRNA. 
L’inhibition de la Cx43 dans le MBH induit une chute significative du poids (p<0,001) qui n’est 
pas différente entre les deux groupes d’animaux (A), ainsi qu’une diminution de l’efficacité de la 
prise alimentaire à 72h chez les siCx43 (B). Les valeurs de poids représentent les moyennes ± 
sem. Les valeurs de PA représentent les moyennes en %/moyenne des rats siRNA au temps t0 en 
% ± les sem de ce même rapport. L’analyse statistique a été réalisée par une ANOVA à deux 
paramètres suivie d’un post-test de Bonferroni, pour détecter des différences au cours du temps 
et entre chaque groupe (n=21 pour les siCtrl et n=19 pour les siCx43). 
 
Nous avons donc retenu le temps 72h pour réaliser nos expériences afin de 
nous situer dans un contexte physiologique, non perturbé par la récupération du 
poids et de la PA des animaux suite à l’injection. De plus, les immunohistochimies 
présentées plus haut sur les coupes transversales de ces animaux à 72h montrent un 
tissu MBH dont la structure est homogène, exempt de traumatisme lié à l’injection, au 
moins à cette échelle. 
L’expression des autres protéines majeures du transport du glucose et du lactate a 
été évaluée dans le MBH à 72h. Aucune modification n’a été notée que ce soit pour MCT1, 2 
et 4 (transporteurs de lactate) ou GLUT1 et 3 (principaux transporteurs de glucose), 










































































































Figure 42 : Expression des transporteurs de glucose et de lactate 72h après l’injection de 
siRNA.  
Quantification densitométrique et exemples représentatifs des Western Blot de GLUT1, GLUT3, 
MCT1, MCT2 et MCT4, 72h après l’injection de siCtrl ou siCx43 (n=6-13). Les valeurs 
représentent les moyennes en %/moyenne des rats siCtrl en % ± les sem de ce même rapport. 
L’analyse statistique a été faite avec un test de Student.  
 
Enfin, certains paramètres biochimiques liés à l’homéostasie glucidique ont été 
















































































































































mM pour les siCx43) ni l’insulinémie (22,0 ± 6,0 µU/ml pour les siCtrl vs 28,8 ± 7,4 µU/ml 







Figure 43 : Glycémie et Insulinémie à 72h après l’injection des siRNA. 
A partir des prélèvements sanguins, le dosage de la glycémie (A) et de l’insulinémie (sur les 
plasmas, dosage ELISA) (B) sont réalisés (n=5 dans chaque groupe). Les données sont 
représentées par les moyennes ± sem et analysées par des tests de Student. 
 
Pour comprendre le rôle des réseaux astrocytaires par la Cx43 dans la détection du 
glucose au niveau du MBH, nous avons étudié les conséquences de son inhibition dans la 
détection d’une augmentation cérébrale transitoire de la concentration extracellulaire en 
glucose. Deux études ont été réalisées pour cela. La première implique l’axe hypothalamo-
pancréatique et le contrôle nerveux de la sécrétion d’insuline. La seconde concerne la prise 
alimentaire et l’effet satiétogène du glucose sur les rats mis à jeun lors de la réalimentation. 
 
1. Inhibition de la Cx43 et sécrétion d’insuline 
Dans un premier temps, nous nous sommes intéressé à l’axe hypothalamo-
pancréatique. Dans l’équipe, il a été montré précédemment qu’une injection carotidienne de 
glucose vers le cerveau (9mg/kg) induisait 1 min après l’injection un pic de sécrétion 
d’insuline en périphérie. Cette injection ne provoque aucune modification de glycémie, la 
sécrétion observée est donc uniquement due à la détection cérébrale du glucose. Cette 
détection cérébrale nécessite la métabolisation du glucose par les astrocytes pour 
déclencher la réponse, en effet, l’activation neuronale enregistrée dans le NA et la sécrétion 
d’insuline sont abolies en présence d’inhibiteurs du métabolisme astrocytaire ou des 
transporteurs de lactate (Guillod-Maximin et al., 2004; Lam et al., 2005a).  
Nous avons donc exploré la sensibilité hypothalamique au glucose des rats siCx43 en 
utilisant ce test. La glycémie, suite à l’injection carotidienne, reste constante dans les deux 
groupes (Figure 44A). La sécrétion d’un pic d’insuline à 1 min est bien présente chez les rats 









































glucose) (Figure 44B). La détection cérébrale du glucose lors de ce test n’est donc pas 
altérée chez les animaux siCtrl.  
En revanche, les rats chez lesquels la protéine Cx43 a été inhibée de 30% en 
moyenne, le pic d’insuline est fortement diminué en réponse au glucose (delta insulinémie à 
1 min de 15,7 ± 8,1 µU/ml, soit une diminution de plus d’un facteur 2 comparée aux rats 
siCtrl). Ce résultat montre donc le rôle de la protéine Cx43 lors de la détection du glucose 
(Figure 44).  
Les connexines astrocytaires, qui participent à la formation des GJ des réseaux 
astrocytaires, apparaissent donc nécessaires à la détection du glucose dans le MBH, 
qui conduit à la sécrétion d’insuline suite à une augmentation de la concentration 
cérébrale en glucose.  
 
Figure 44 : Diminution de la sensibilité au glucose du MBH 72h après l’injection de siCx43. 
Les rats reçoivent un bolus de glucose de 9mg/kg en direction du cerveau. A| Glycémie (mM) 
lors du test, présenté sous forme de moyenne ± sem. B| Variation de la sécrétion d’insuline 
(delta insulinémie, en µU/ml) par rapport au temps t=0min avant injection. Les résultats sont 
présentés sous forme de moyenne ± sem. Les différences significatives résultent de l’analyse 
statistique par une ANOVA à deux paramètres suivie d’un post test de Bonferroni (n=10 pour les 
siCtrl et n=7 pour les siCx43). 
 
2. Inhibition de la Cx43 et signal satiétogène du glucose 
Dans un premier temps, nous avons mis au point un test de réalimentation qui 
permette d’apprécier l’effet satiétogène du glucose. Ce test consiste en l’injection de glucose 
par la carotide en direction du cerveau de rats éveillés à jeun depuis 20h (pour stimuler leur 
PA ensuite sur un temps court), la prise alimentaire étant alors mesurée pendant les 4h 
suivant l’injection de glucose. Le test de réalimentation est effectué 72h après l’injection de 
siRNA. L’ensemble de ces résultats sont préliminaires : le nombre d’animaux de certains 
groupes n’est pas suffisamment élevé pour mettre en évidence une significativité statistique.  




























































































Les rats siCtrl ont ainsi tendance à manger moins lorsqu’ils ont reçu une injection de 
glucose vers le cerveau après 4h de réalimentation comparativement à ceux n’ayant reçu 
que du NaCl (Figure 45). Ces résultats suggèrent que les rats ayant eu une injection de 
glucose atteignent un rassasiement plus rapidement que les animaux ayant reçu du NaCl. 
Ces résultats vont dans le sens du rôle satiétogène du glucose dû à sa détection cérébrale, 
montré lors d’une injection de glucose dans le MBH directement (Carneiro et al., 2012). Les 
rats siCx43 ayant reçu l’injection de NaCl présentent une PA similaire au groupe siCtrl NaCl. 
En revanche, suite à l’injection de glucose, la PA des rats siCx43 reste équivalente à celle des 
animaux ayant reçu l’injection de NaCl (Figure 45). 
Ces résultats préliminaires suggèrent que le signal de satiété induit par le 
glucose injecté vers le cerveau pourrait être diminué lorsque l’expression des Cx 







Figure 45 : Suivi de la prise alimentaire suite à l’injection de glucose vers le cerveau lors d’un 
test de réalimentation chez le rat préalablement mis à jeun.  
Des rats placés à jeun pendant 20h sont remis en présence de croquettes et leur prise 
alimentaire est mesurée durant 4h suite à une injection carotidienne vers le cerveau d’un bolus 
de 200µl sur 1min de NaCl 0,9% ou de glucose 9mg/kg. Les données sont représentées par les 
moyennes ± sem. L’analyse statistique est effectuée par une ANOVA à deux paramètres suivie 
d’un post test de Bonferroni. (siCtrl NaCl n=5, siCtrl Glc n=4, siCx43 NaCl n=6, siCx43 n=7). 
Nous avons vu que le jeûne et la réalimentation induisent une modification de 
l’expression des Cxs astrocytaires chez des rats normaux (Figure 37). Avant d’aller plus loin, 
nous avons donc vérifié l’expression hypothalamique des Cxs des rats siRNA après un jeûne 
de 20h et une réalimentation de 4h. De manière surprenante, le jeûne abolit l’inhibition 
normalement retrouvée 72h après l’injection des siCx43 (Figure 46A et C). De même, la 
réalimentation provoque une surexpression de la Cx43 (NaCl ou Glucose) et une tendance à 
l’augmentation de la Cx30 dans le groupe siCx43 (Figure 46B et D). 
 
 




























































































































































Figure 46 : Expression des connexines astrocytaires chez des animaux siRNA après un jeûne 
de 20h et une réalimentation de 4h. 
Quantification densitométrique et exemples représentatifs des Western Blots de la Cx43 (A) et 
de la Cx30 (C) 72h après l’injection des siRNA et ayant subi un jeûne de 20h (n=6 dans chaque 
groupe). Expression de la Cx43 (B) et de la Cx30 (D), 72h après l’injection des siRNA, suite à une 
réalimentation de 4h après un jeûne de 20h (n=5 dans chaque groupe). Les valeurs représentent 
les moyennes en %/moyenne des rats siCtrl en % ± les sem de ce même rapport. L’analyse 











La détection hypothalamique du glucose est un mécanisme qui participe au maintien 
de l’homéostasie glucidique, et plus généralement à l’équilibre énergétique global de 
l’organisme. Les neurones GS ont toujours été considérés comme les acteurs centraux de 
cette détection et ont fait l’objet d’intenses recherches. Néanmoins, depuis quelques années, 
les astrocytes se sont également révélés être indispensables pour la détection de 
l’hyperglycémie et la mise en place des réponses périphériques adaptées.  
Une première étude réalisée dans notre équipe a montré que les astrocytes du NA 
hypothalamique sont activés (co-marquage GFAP-cFos) suite à la détection d’une 
augmentation de la concentration cérébrale en glucose. Lorsque le métabolisme glucidique 
des astrocytes est perturbé, il n’y a plus d’activation cellulaire et la sécrétion d’insuline 
normalement présente disparaît (Guillod-Maximin et al., 2004). D’autres travaux appuient 
ce résultat en montrant, d’une part, que le lactate injecté dans le MBH mime les effets du 
glucose et, d’autre part, que le transport de glucose dans les astrocytes et sa métabolisation 
en lactate est une étape obligatoire de la détection hypothalamique du glucose (Lam et al., 
2005a; Marty et al., 2005; Bady et al., 2006).  
A notre connaissance, le transfert du glucose dans les réseaux astrocytaires entre le 
sang et les neurones GS n’a jamais été étudié dans le cadre de la détection hypothalamique 
du glucose. Pourtant, les astrocytes sont des intermédiaires organisés en de véritables 
réseaux, qui communiquent entre eux par de nombreuses plaques jonctionnelles.  
Une étude récente de l’équipe de C. Giaume a montré que dans l’hippocampe, grâce à 
l’utilisation de glucose fluorescent, l’activité neuronale module le transfert de métabolites 
énergétiques au sein des réseaux astrocytaires (Rouach et al., 2008). La perfusion de glucose 
ou de lactate dans un seul astrocyte permet le maintien de cette activité en dépit de 
l’absence de glucose dans le milieu. De plus, cet effet est inhibé et/ou absent chez les souris 
KO pour la Cx43 et/ou la Cx30, ce qui montre l’importance capitale de la GJC pour le 
transfert de métabolites énergétiques jusqu’aux neurones. Ici, le transfert du glucose à 
travers les GJ est conditionné par l’activation neuronale, ce qui n’est, a priori, pas le cas lors 
de la détection du glucose, où l’activation neuronale se produit secondairement, en réponse 
aux variations de concentration en glucose. 
Au cours de ce travail, nous nous sommes intéressés à l’implication des connexines 
astrocytaires, unités protéiques de base des GJ, dans la détection hypothalamique du glucose 
chez le rat, in vivo.  
Dans un premier temps, la caractérisation de la distribution des Cxs astrocytaires 
dans l’hypothalamus a permis de montrer que la Cx43 est très exprimée dans le MBH 
comparativement à d’autres régions cérébrales. La Cx30 est répartie de manière plus 
homogène au sein des structures étudiées (cortex, hippocampe, thalamus, cervelet, tronc 
 




cérébral), comme précédemment reporté (Nagy et al., 1999). Nous avons pu mettre en 
évidence que la Cx43 était très abondante autour des capillaires du MBH, délimitant avec 
précision les sections ou contours des vaisseaux sanguins. La richesse des Cxs dans les pieds 
astrocytaires avait déjà été rapportée au niveau du cortex et de l’hippocampe (Simard et al., 
2003; Rouach et al., 2008). Dans le MBH, les vaisseaux sanguins sont fenêtrés, ce qui laisse 
supposer que les pieds astrocytaires sont en « contact plus direct » avec les variations de 
glycémie, mais ceci reste à déterminer. L’expression de la Cx30 présente certaines 
caractéristiques également, comme une absence totale de marquage de la bordure du 3V (où 
sont normalement retrouvé les tanycytes) et une relative abondance dans le NA. La Cx30 
entre dans la formation de GJ entre les prolongements astrocytaires du NA, permettant ainsi 
la dissémination du glucose au sein des réseaux astrocytaires qui se trouvent à proximité 
des populations de neurones GS du NA.  
 
Par ailleurs, l’expression des Cxs et la GJC sont modulées par un grand nombre de 
facteurs, tels que des neurotransmetteurs, des facteurs de croissance, des peptides, des 
cytokines (Rouach et al., 2002a). Ici, nous avons déterminé l’expression protéique des Cxs 
lors de différents statuts métaboliques : rats nourris après la phase nocturne, rats à jeun 
pendant 20h (en hypoglycémie et hypoinsulinémie) et rats nourris pendant 4h après les 20h 
de jeûne  (en légère hyperglycémie et hyperinsulinémie postprandiales). Les variations très 
rapides d’expression protéique s’expliquent par la demi-vie très courte des Cxs (Solan and 
Lampe, 2009). L’augmentation de l’expression de la Cx43 est présente dans le MBH suite à 
des situations d’excès énergétiques, telles qu’après un repas (réalimentation de 4h qui suit 
un jeûne de 20h) ou une hyperglycémie de 3h. En revanche, cette surexpression ne perdure 
pas après 48h d’hyperglycémie, situation qui devient délétère comme en attestent les 
perturbations de la détection hypothalamique du glucose (cf. article Partie I). Dans le MBH, 
la Cx30 est surexprimée après un jeûne de 20h et la réalimentation qui s’en suit, mais ne 
varie pas lors de l’hyperglycémie (3h ou 48h).  
Les Cxs astrocytaires sont donc modulées de manière différente en conditions de 
jeûne et d’hyperglycémie de courte durée. La présence de glucose semble déterminer à très 
court-terme l’augmentation de la Cx43 dans le MBH, comme le montre les variations 
d’expression des Cxs in vitro, suite à différentes concentrations en glucose. De manière 
générale, le diabète (caractérisée par une hyperglycémie) est associé à une diminution de la 
GJC dans plusieurs types cellulaires (Inoguchi et al., 2001; Takenaka et al., 2011; Carvalho et 
al., 2012). Une réduction de la GJC astrocytaire est observée dans des cultures d’astrocytes 
réalisées avec 25mM de glucose, mais aussi dans des tranches de cerveaux de rats traités à 
la streptozotocine (STZ, modèle de diabète de type I) (Gandhi et al., 2010; Ball et al., 2011). 
Cette chute de la communication intercellulaire s’accompagne d’une diminution de 
l’expression des Cx43 et 30. Dans notre modèle, l’hyperglycémie a été réalisée au maximum 
 




sur 2 jours, contrairement aux 20 à 24 semaines d’hyperglycémie des rats STZ, ce qui 
pourrait expliquer l’absence de variations d’expression des Cxs que nous observons.  
Dans nos conditions in vivo, il est difficile de déterminer si la modification de 
l’expression des Cxs est due à une action directe sur les astrocytes ou suite à une régulation 
indirecte par l’activité des neurones du MBH. En effet, il a déjà été rapporté que les neurones 
pouvaient moduler l’expression des Cxs (Koulakoff et al., 2008). La Cx43, présente dans les 
pieds astrocytaires du MBH, est proche de la circulation sanguine, où des variations de 
glycémie peuvent se produire. Le modèle de rat HG-48h, qui présente des défauts de la 
détection hypothalamique du glucose et du lactate ne montre pas de différences 
d’expression des Cx43 et 30. Ceci suggère une régulation en réponse à l’hyperglycémie, sans 
doute pour limiter la gluco-toxicité. Néanmoins, une absence de variation d’expression des 
Cxs n’exclut pas d’autres altérations fonctionnelles astrocytaires et neuronales : il faudra 
notamment tester la GJC astrocytaire ex vivo sur des tranches d’hypothalamus après 48h 
d’hyperglycémie et d’hyperinsulinémie. De plus, dans ces conditions, des défauts de 
libération de neurotransmetteurs peuvent survenir et conduirent à la modification de 
l’expression des Cxs à plus long terme, comme c’est la cas dans un modèle de diabète de type 
I (Gandhi et al., 2010; Ball et al., 2011). Toutefois, il reste difficile de dissocier les effets de 
ces variations sur le fueling (apport d’énergie aux neurones en conditions de déficit, à relier 
avec l’augmentation de la Cx30 pendant le jeûne) et sur le sensing (modulation des 
variations de glucose à proximité des neurones GS). 
Des études in vitro sur des cultures primaires d’astrocytes hypothalamiques 
pourraient permettre de discriminer les différents facteurs mis en jeu dans des conditions 
de jeûne (hypoglycémie, hypoinsulinémie, corps cétoniques, ghréline, ou encore les effets de 
neurotransmetteurs libérés lors du jeûne au niveau du MBH comme le NPY ou l’AgRP par 
exemple) et qui participent à la modification de l’expression différentielle des Cxs 
astrocytaires.  
 
Afin de déterminer si les Cxs astrocytaires sont nécessaires à la détection 
hypothalamique du glucose, nous avons choisi de bloquer l’expression de la Cx43 
(majoritaire), par interférence ARN. L’injection de siRNA dirigés spécifiquement contre la 
Cx43 a été réalisée dans le MBH. Cette zone hypothalamique regroupe les noyaux (NA, VMH) 
identifiés comme étant un des premiers sites à percevoir les variations de glycémie et 
contient une forte concentration de neurones GS (Ciofi et al., 2009; Blouet and Schwartz, 
2010). Cette stratégie nous a permis de réduire l’expression protéique de la Cx43 d’environ -
30% trois jours après l’injection, temps auquel les rats contrôles avaient récupéré de la 
chirurgie nécessaire à l’injection. A ce temps, aucune compensation dans l’expression des 
autres transporteurs de métabolites n’a été mise en place (MCTs ou GLUTs). La modification 
de l’expression d’une Cx entraîne souvent des mécanismes de compensation des autres Cxs 
 




exprimées dans un type cellulaire donné. De manière surprenante, la diminution de 
l’expression de la Cx43 s’accompagne à 72h d’une diminution de celle de la Cx30 (environ -
30%). Il n’existe cependant aucune homologie de séquence de nos siRNA avec la séquence 
de la Cx30 qui permettent d’expliquer ce résultat. Toutefois, cette chute combinée de 
l’expression des Cxs astrocytaires a déjà été décrite dans un modèle de souris KO pour la 
Cx30 : la perte de la Cx30 s’accompagne de la perte de la Cx26, notamment au niveau 
hypothalamique (Lynn et al., 2011).  
Le glucose et le lactate apporté par les astrocytes sont avant tout des substrats 
énergétiques pour les neurones. En condition basale, le niveau abaissé de l’expression des 
Cxs astrocytaires (-30%) ne semble pas perturber les fonctions neuronales de 
l’hypothalamus en raison de l’absence d’un phénotype marqué, au moins à 72h. Néanmoins, 
même en absence de variation de la glycémie et de l’insulinémie, la PA est diminuée à 72h. 
Ceci suggère que les animaux siCx43 présentent une diminution des dépenses énergétiques, 
car le poids n’est pas statistiquement différent de celui des rats siCtrl. Des études 
supplémentaires, avec une invalidation de plus long-terme, sera nécessaire pour explorer 
ces points. 
Les études qui montrent la participation des astrocytes dans la fourniture 
énergétique des neurones sont souvent réalisées dans des conditions « stimulées », c'est-à-
dire suite à une activation neuronale. Afin d’étudier l’importance des Cxs astrocytaires sur la 
détection hypothalamique du glucose, nous avons injecté du glucose par la carotide, ce qui 
nous assure que le transport du glucose du sang vers les neurones était respecté (« route » 
physiologique). La diminution des Cxs astrocytaires empêche la sécrétion d’insuline 
normalement présente.  Nous montrons dans cette étude, de façon intégrée, qu’une 
perturbation des Cxs astrocytaires dans l’hypothalamus conduit à la mise en place de 
désordres retrouvés lors de pathologies métaboliques, telles que le diabète de type II 
(modification de la sécrétion d’insuline). Cette expérience montre l’implication des réseaux 
astrocytaires dans la détection hypothalamique du glucose. Cependant, ce résultat ne nous 
permet pas de conclure sur le rôle exact des réseaux astrocytaires dans la détection du 
glucose : sont-ils importants pour transmettre les variations de concentration en glucose ? 
Ou bien participent-ils à l’apport énergétique nécessaire au maintien de l’activité des 
neurones GS ?  
Afin de démontrer la stimulation directe des neurones GE par le transfert de glucose 
au sein du réseau astrocytaire, des études électrophysiologiques sur tranches de cerveau 
seront nécessaires (en cours de mise au point au laboratoire). Par la technique du double 
patch clamp,  il sera possible d’enregistrer l’activité d’un neurone GE, alors qu’une solution 
en glucose fluorescent 10 mM (stimulation) vs 2,5 mM (témoin), sera perfusée dans un 
astrocyte à proximité (et 2,5mM glucose dans le bain (concentration basale, suffisante à la 
fourniture énergétique)).  
 




La cellule β-pancréatique est souvent prise comme modèle pour la détection du 
glucose. Beaucoup de mécanismes sont similaires entre son fonctionnement et le neurone 
GE. De manière intéressante, dans le pancréas endocrine, la communication intercellulaire 
par les GJ (formées de Cx36) entre cellules β est indispensable à la sécrétion pulsatile 
d’insuline induite par le glucose (Head et al., 2012). Ce paramètre est d’ailleurs un des 
premiers à être altéré dans le diabète. Dans ce cas, il est tentant de faire l’analogie entre les 
mécanismes retrouvés dans la cellule β et le « couple » réseaux d’astrocytes-neurones GE. 
Les Cxs astrocytaires, en disséminant rapidement le glucose et/ou le lactate au sein du 
réseau, pourraient permettre d’atteindre rapidement l’ensemble des neurones GS de 
l’hypothalamus et générer ainsi des réponses rapides. 
 
Les résultats, encore préliminaires, tendent à indiquer que chez les rats siCx43, l’effet 
satiétogène du glucose est diminué. Ces expériences nécessitent d’être réalisées sur un plus 
grand nombre d’animaux pour confirmer ce résultat et de procéder à quelques contrôles. 
72h après l’injection, l’effet des siRNA est en train de s’estomper car l’inhibition diminue 
chez les rats siCx43. Lorsqu’ils sont mis à jeûner pendant 20h (le jeûne se termine 
exactement à 72h d’inhibition), les niveaux d’expression de la Cx43 sont similaires entre les 
rats siCtrl et siCx43. Or nous avons vu que le jeûne provoque chez des animaux normaux 
une chute de l’expression de la Cx43, qui n’est manifestement plus présente chez les 
animaux siCx43. La diminution d’expression de la Cx43 induite par les siCx43 est peut-être 
toujours présente, mais elle n’est pas davantage accentuée par le jeûne. Dans le groupe de 
rats siCx43, la réalimentation semble même accélérer la néo-synthèse de Cx43 (tendance 
pour la Cx30, p=0.052), car l’expression protéique de Cx43 des rats siCx43 est deux fois 
supérieure à celle des rats siCtrl. Cela suggère que le jeûne suivi d’une réalimentation a 
provoqué, chez les rats siCx43, un « mécanisme de défense » contre un seuil trop bas de 
Cx43, d’où peut-être, l’observation d’une néo-synthèse plus élevée chez ces animaux. 
Néanmoins, le comportement de ces rats (tendance à l’hyperphagie après le bolus de 
glucose) ne laisse rien paraître de ce phénotype. Cependant, la mesure de la quantité globale 
des protéines ne présage pas de leur localisation subcellulaire et de leur fonctionnalité. Il 
sera donc intéressant de contrôler cette dernière, en testant la communication par les GJ des 
































Figure 47 : Schéma de conclusion 
L’ensemble de ce travail nous a permis de montrer que les connexines 43 et 30, à la base des 
réseaux astrocytaires formés de GJ sont indispensables à la détection hypothalamique du 
glucose. Les astrocytes, en approvisionnant les neurones GS en glucose et lactate par les Cxs, 









Discussion générale et perspectives 
 
Au niveau de l’hypothalamus, le fueling (approvisionnement énergétique) est 
intimement lié au sensing (détection des nutriments). Ces deux facettes de la régulation du 
métabolisme font intervenir les astrocytes. L’objectif de ce travail était d’étudier leur 
participation, par le couplage métabolique et la formation de réseaux, dans la détection 
hypothalamique du glucose.  
Notre étude a porté sur deux axes : 
 Le couplage astrocyte-neurone : Nous avons montré que le lactate était détecté au 
niveau central et induisait, comme le glucose, une sécrétion d’insuline rapide et 
transitoire. Dans un modèle animal d’hyperglycémie et d’hyperlactatémie de 48h, la 
détection (sensing) du glucose et du lactate est modifiée. Nous n’avons pas pu relier 
cette observation à une altération de l’expression protéique des MCTs. 
 
 Les réseaux astrocytaires : Les Cxs 43 et 30 qui forment principalement les GJ, sont 
très exprimées dans l’hypothalamus, en particulier dans le MBH. Leur expression 
semble dépendre du statut métabolique de l’animal. L’inhibition de leur expression 
dans le MBH bloque les réponses normalement observées suite à un bolus de 
glucose.  
 
Dans le premier axe de ce travail, l’origine du lactate qui module la détection 
hypothalamique du glucose est sanguine. En condition normale, le cerveau utilise 
principalement le glucose issu de la circulation sanguine. De nombreux travaux ont montré 
que les astrocytes métabolisent ce glucose en lactate, qui est à son tour principalement 
utilisé par les neurones. En revanche, lors du diabète, la glycémie et la lactatémie sont très 
fortement augmentées (Reaven et al., 1988). Les gradients de concentrations de ces 
métabolites sont alors modifiés : la concentration cérébrale en glucose va avoir tendance à 
augmenter, et la forte concentration en lactate sanguin pourrait perturber la production 
lactique normalement présente au sein des astrocytes (Figure 24, p. 63). Ceci pourrait 
conduire à un déséquilibre redox qui altérerait la fonction astrocytaire, et en conséquence le 















Figure 48 : Hypothèses sur l’effet de l’hyperglycémie sur le métabolisme astrocytaire 
En condition normale. Le glucose est transporté du sang dans l’astrocyte, où il est métabolisé en 
pyruvate par la glycolyse. Afin de maintenir le pool d’équivalents  réduits, le pyruvate est 
transformé en lactate. Le lactate est exporté hors de l’astrocyte par les MCTs 1 et 4, co-
transporté avec un proton. La lactatémie sanguine étant faible, le lactate est peu transporté dans 
l’astrocyte. 
En condition pathologique d’hyperglycémie persistante. L’hyperlactatémie sanguine, qui 
accompagne l’hyperglycémie, peut conduire au passage plus important de lactate dans 
l’astrocyte. Cet apport massif de lactate et de protons entraînerait plusieurs dérégulations telles 
que : l’acidification du milieu intracellulaire et un déséquilibre redox. Le lactate excédentaire 
pourrait être transformé en pyruvate (pour limiter l’acidification en utilisant les ions H+), qui 
serait à son tour métabolisé dans la mitochondrie. Ceci permettrait l’oxydation du NADH. 
L’export de lactate dans le milieu extracellulaire serait alors réduit. 
 
 
Une des caractéristiques des astrocytes est leur très forte expression de Cxs. Ces 
protéines permettent la formation de GJ (2 connexons apposés) ou d’hémi-canaux (1 seul 
connexon). Les hémi-canaux transportent des molécules directement du cytoplasme vers le 
milieu extracellulaire (Saez et al., 2005), parmi lesquels on trouve des molécules de 
signalisation (ATP, glutamate par exemple). Il sera intéressant de déterminer si la 
modulation de l’export par ces hémi-canaux de signaux tels que le glucose, le lactate ou 
l’ATP  est possible dans le cadre de la détection du glucose.  
Les tanycytes présentent également des hémi-canaux de Cx43 (bien visible sur les 
immunohistochimies, Figure 36, p. 94). Ces cellules ont été nouvellement décrites comme 
participant à la détection du glucose in vitro (Frayling et al., 2011). Les tanycytes pourraient 
moduler la fonction des astrocytes, par une signalisation purinergique. L’ATP est 
notamment connu pour déclencher une glycogénolyse dans les astrocytes (Sorg et al., 1995) 
 




et le lactate (libéré à partir de la glycogénolyse) pourrait être un signal pour les neurones 
GS. 
Outre l’ATP, les mEAOs sont aussi de bons candidats pour moduler l’ANLS et le 
couplage astrocytaire par la GJC dans le cadre du sensing. Notre équipe a déjà montré que la 
signalisation mEAOS était indispensable pour la détection hypothalamique du glucose.  
Or, les Cxs sont redox-sensibles : l’H2O2 induit une augmentation du couplage 
astrocytaire (Rouach et al., 2004). Cet effet est relayé par la capacité des mEAOs à oxyder les 
groupements cystéine présents sur les boucles extracellulaires des Cxs, ce qui favorise la 
formation de ponts disulfures et in fine, des GJ (Sosinsky and Nicholson, 2005). On peut 
imaginer que lors d’une hyperglycémie, la production de mEAOs suite à la métabolisation du 
glucose par la mitochondrie induit une augmentation de l’apport en substrats énergétiques 
(glucose, lactate) par l’induction du couplage astrocytaire par les GJ. Cette régulation est 
rapide et la formation des mEAOs est rapidement interrompue par un système de défenses 
anti-oxydantes dans des conditions normales. Les mEOAs sont des molécules signalisatrices 
qui, avec le glucose, induisent notamment la stabilisation du facteur HIF (Hypoxia Inducible 
Factor). HIF a récemment été impliqué dans la sensibilité au glucose des neurones POMC 
(Zhang et al., 2011). Lorsque HIF est absent des neurones POMC, alors les animaux 
développent une obésité sévère. Il est à noter que le facteur HIF induit aussi une 
augmentation de l’expression des MCTs astrocytaires in vitro (Brix et al., 2012), ce qui 
pourrait éventuellement faire le lien entre la capture de lactate et la sensibilité au glucose 
des neurones POMC. 
Dans des conditions pathologiques, l’excès de mEAOS peut devenir délétère et 
conduire à des perturbations du sensing. Ainsi, le rat Zücker, un modèle de rat obèse 
insulinorésistant, présente une hypersensibilité cérébrale au glucose. Elle est due à 
altération de l’équilibre redox (dont une diminution des défenses anti-oxydantes) qui 
résulte en une production de mEAOs en réponse à des taux de glucose bas, normalement 
sans effet sur la sécrétion d’insuline (Colombani et al., 2009).  
Les astrocytes sont connus pour libérer du gluthathion réduit (GSH), une molécule 
anti-oxydante, par des hémi-canaux formés de Cxs (Dringen et al., 1999; Rana and Dringen, 
2007) et participent ainsi au maintien de l’équilibre redox des neurones. La surexposition 
aux mEAOs pourrait désensibiliser les astrocytes ou même être toxique, et conduire à une 
perturbation de la GJC. Il a été montré que dans le colliculus inférieur, un stress oxydant 
important, dû à l’hyperglycémie persistante, précède la diminution de la GJC astrocytaire 
dans le diabète (Gandhi et al., 2010; Ball et al., 2011). D’autre part, lorsque la production 
d’H2O2 est trop importante, la production de lactate par les astrocytes in vitro est diminuée 
(Liddell et al., 2009). La diminution de la production de lactate, associée à une réduction de 
la GJC, pourrait altérer l’activité des neurones GS en touchant simultanément le sensing 
(absence de signal excitateur GE/inhibiteur GI) ainsi que le fueling (diminution de l’activité 
 




globale des neurones, par manque de substrats énergétiques). Ces données invitent à 
étudier plus en détails la physiologie astrocytaire dans les maladies métaboliques. 
 Dans divers modèles animaux où la détection hypothalamique du glucose est altérée, 
des modifications d’expression des acteurs du couplage métabolique entre astrocytes et 
neurones sont présentes. Une étude récente a montré que l’expression de GLUT1 
astrocytaire est anormalement basse dans un modèle animal de diabète (Chari et al., 2011). 
Lorsque son expression est normalisée, alors la production hépatique de glucose et la 
glycémie des animaux redeviennent normales (Chari et al., 2011). Dans des modèles de 
diabète induit par l’injection de streptozotocine (STZ, mimant un diabète de type I) ou 
d’obésité génétique ou causée par un régime gras (diabète de type II), l’expression des MCTs 
est modifiée dans le cerveau (Pierre et al., 2007; Canis et al., 2009). Le transfert de lactate 
des astrocytes aux neurones est modifié dans ces conditions, et pourrait alors participer aux 
perturbations de la détection du glucose connue dans ces modèles. De plus, la morphologie 
des astrocytes se modifie dans des conditions de régimes gras ou de surnutrition (Horvath 
et al., 2010; García-Cáceres et al., 2011).  
Dans cette étude, nous avons mis en évidence que le lactate sanguin est détecté au 
niveau central et que cette détection, ainsi que celle du glucose, est modifiée après 48h 
d’hyperglycémie, in vivo. Néanmoins, l’expression  protéique des MCTs et des Cxs ne varie 
pas dans ce modèle.  
 
En raison des interrelations très importantes entre astrocytes et neurones, si la 
physiologie neuronale est modifiée, il est probable qu’une modification de l’activité 
astrocytaire y soit associée. Nous montrons que la présence des Cxs astrocytaires, formant 
les GJ, est indispensable à la détection hypothalamique du glucose. Ces résultats appuient la 
mise en place de recherches plus approfondies sur le rôle des astrocytes dans la mise en 














Ce travail de thèse a donné lieu à plusieurs communications orales et affichées en congrès 
régionaux, nationaux et internationaux. 
Communications orales : 
► Forum des Jeunes Chercheurs • Besançon • septembre 2012 
Communication Orale : « Implication du réseau astrocytaire dans la détection 
hypothalamique  du glucose : rôle des connexines » 
 
► Congrès Annuel de la Société Francophone du Diabète (SFD) • Nice • mars 2012 
Communication Orale (Session Métabolisme) : « Implication de la Cx43 dans la détection 
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Participation à des travaux de recherche 
Au cours de ma thèse, j’ai également participé à une autre étude sur la détection 
hypothalamique du glucose, réalisée principalement par Lionel Carneiro. Elle visait à 
comprendre le rôle de la dynamique mitochondriale dans la signalisation mEAOs, induite 
par l’hyperglycémie.  
Dans ce travail, j’ai mis au point et réalisé les immunohistochimies anti-OXPHOS qui 
ont permis de visualiser le réseau mitochondrial. Ce travail a donné lieu à un article, publié 
dans Antioxydant and Redox Signaling, en 2012. 
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